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RESUMEN i 
 
 
El objetivo principal de éste estudio fue la inmunolocalización de la proteinasa cisteínica 
catepsina B (EC 3.4.22.1) en cartílago articular fetal del caballo después de una prueba de 
impacto. 
Muestras de cartílago articular fueron sometidas a una prueba de impacto y la distribución 
de la enzima degradativa de la matriz extracelular (MEC), catepsina B, se analizó 
inmediatamente, y también después de 4h, 8h, 1, 2 o 5 días en cultivo, post-impacto.  La 
enzima fue inmunolocalizada por inmunocitoquímica. Inmediatamente después de una 
prueba de impacto bajo (0,25 J) la expresión de la catepsina B incrementó en los 
condrocitos de la zona articular en comparación con los control.  
Las pruebas de impacto alto (0,49 y 0,98 J) disminuyeron la tinción de la enzima en todas 
las zonas y provocaron la liberación extracelular de la catepsina B en la zona articular. Un 
notable incremento en la tinción de esta enzima se detectó en las zonas media y profunda de 
cartílago cultivados durante 1 a 5 días después de la prueba de impacto. 
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 1 
INTRODUCCIÓN 
1.1 Introducción General. 
El cartílago articular es un tejido conectivo especializado que cubre las superficies de las 
articulaciones diartrodiales protegiendo la superficie articular mediante la distribución de 
las cargas aplicadas y proporcionando una superficie de baja fricción facilitando el libre 
movimiento de la articulación. El cartílago está compuesto por una matriz extracelular 
compleja (MEC) la cual es sintetizada y regulada por los condrocitos. Enfermedades como 
la osteoartritis, que causan  la destrucción de la matriz extracelular del cartílago, conducen 
a un deterioro grave de la función articular. Los eventos iniciales en el proceso destructivo 
son desconocidos y pueden ser de origen multifactorial. Las lesiones producidas por un 
impacto patológico en la articulación pueden durar después de una caída o un accidente. La 
osteoartritis secundaria se puede desarrollar posteriormente en la articulación a causa de 
cambios degenerativos provocados por el trauma. El daño permanente en la matriz del 
cartílago articular puede darse después de un traumatismo, presentando fisuras en la 
superficie, muerte de condrocitos y perdida de proteoglicanos. La necrosis de condrocitos 
da lugar a la liberación de enzimas intracelulares, tales como las lisosomales y 
metaloproteinasas, las cuales tienen potentes efectos degradativos sobre la matriz del 
cartílago (Burleigh et al.1974). La presencia de las proteasas lisosomales, catepsinas B y D 
en condrocitos ha sido demostrado por varios grupos de investigación (Bayliss and Ali 1978, 
Baici et al. 1995a y b, Hernandez-Vidal et al. 1996, Hernandez-Vidal et al. 1997). La función 
principal de estas catepsinas es la degradación de proteínas intracelulares asociadas con la 
remodelación normal de la matriz extracelular. Estudios in vitro han demostrado que la 
catepsina B (una proteinasa cisteínica) puede degradar los proteoglicanos (Nguyen et al. 
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1990) y el colágeno. (Burleigh et al.1974). La enzima también es conocida por estar 
involucrada en la activación de una cascada de procesos degradativos en el cartílago 
mediante la activación de proenzimas de metaloproteinasas tales como la pro-estromelisina 
y pro-colagenasa (Buttle et al. 1993). Sin embargo un aumento de la actividad de la 
catepsina B se ha observado en condiciones patológicas como la artritis reumatoide (Mort et 
al. 1984), la osteoartritis (Bayliss and Ali 1978, Baici et al. 1995a) y discondroplasia equina 
(Hernandez-Vidal.et el.1998). De igual forma, la catepsina D (una endopeptidasa aspártica) se 
conoce por unirse a la proteína principal del proteoglicano in vitro (Tyler 1991). Dingle et 
al. 1971 y Poole et al. 1973 demostraron que la catepsina D está implicada en el 
catabolismo normal de proteoglicanos del cartílago y su función en la degradación del 
complejo agrecano ha sido confirmada in vitro utilizando inhibidores específicos (Adcocks 
et al. 2000). También se ha implicado a la catepsina D en el daño del cartílago causado por 
traumatismo patológico, debido al estrés en las articulaciones en caballos de carreras 
(McIlwraith 1982). A pesar de que se han realizado innumerables estudios para investigar los 
efectos de la compresión mecánica sobre el cartílago, muy pocos han abordado el papel de 
las enzimas degradativas. Estudios preliminares han sugerido la degradación de la matriz de 
colágeno de tipo II como un resultado directo del impacto mecánico (Clements et al. 2000) y 
este tipo de impacto puede inducir un desequilibrio de las metaloproteinasas y sus 
inhibidores en favor de la degradación de la matriz extracelular (Blain et al.2000). 
Varios grupos (Jeffrey et al. 1997., Davies et al. 2003., Bowe et al. 2004., Henson et al. 2005., 
Huser et al. 2006) han descrito previamente un modelo in vitro diseñado para investigar los 
efectos del impacto sobre el cartílago articular. El sistema consiste en una torre de caída 
libre, que permite la caída libremente de una masa de 500 g desde una altura conocida 
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sobre una muestra de cartílago. Los efectos físicos de la prueba de impacto, que incluyen 
cambios en la viabilidad celular y el contenido de agua del tejido, se han determinado junto 
con la respuesta biosintética de los condrocitos a una carga de impacto controlado mediante 
el uso de precursores radiomarcados de los componentes de la matriz extracelular (Jeffrey et 
al. 1995). En intento por descubrir si las catepsinas B y D juegan un papel en la 
fisiopatología de la enfermedad de las articulaciones inducida por trauma, el presente 
estudio utilizó el modelo de impacto descrito anteriormente para determinar la distribución, 
tanto intra como extracelularmente de estas proteinasas degradativas en muestras de 
cartílago fetal equino después de una prueba de impacto. 
1.1.1 Desarrollo del cartílago y osteoartritis 
En el embrión en desarrollo, las estructuras cartilaginosas sirven como el principio a partir 
de donde los huesos largos son formados durante el proceso de formación de hueso 
endocondral. Las células mesodermales precursoras de extremidades proliferan y se 
diferencian en condrocitos los cuales producen la matriz extracelular. Después, se empieza 
a osificar el cartílago lo que da origen a la formación del hueso. Después del nacimiento el 
crecimiento del hueso depende del cartílago en crecimiento, de los núcleos del crecimiento 
metafiseales y a una mucho menor extensión del cartílago del complejo articular/epifiseal, 
los cuales son la cubierta de los lados del hueso. El progreso de los condrocitos a través del 
proceso de liberación condrocítica se inicia como condrocitos proliferativos y termina 
como condrocitos hipertróficos. En la zona hipertrófica baja, la calcificación comienza en 
el septo longitudinal debido a la deposición del mineral hidroxiapatita, un compuesto de 
calcio y fosfato, (Boskey 1981; Brighton 1978). Después, los condrocitos hipertróficos son 
eliminados cuando el septo longitudinal calcificado de la zona hipertrófica baja sirve como 
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soporte para invadir capilares y osteoblastos (Hunziker, E.B. 1994; Kuettner y Pauli 1983). 
Estos osteoblastos transforman el cartílago calcificado en hueso para una próxima 
mineralización, el rompimiento de la matriz extracelular del cartílago (colágeno Tipo II y 
proteoglicanos específicos del cartílago) y la síntesis de un hueso específico de la matriz 
extracelular (colágeno Tipo I). 
La osteoartritis es una enfermedad degenerativa de las articulaciones la cual representa una 
carga importante al sector salud a nivel mundial. Se caracteriza por la pérdida de cartílago 
articular, engrosamiento del hueso subcondral y formación de osteofitos, la articulación 
artrósica produce dolor y la discapacidad en quienes la padecen. En el caballo es una de las 
causas más frecuentes de claudicación afectando tanto miembros anteriores como 
posteriores, Figuras 1.1 y 1.2. 
La base de los mecanismos moleculares de la OA no están dilucidados; de hecho, incluso es 
todavía un tema de debate en cuanto a su patología inicial. Sin embargo, cada vez hay más 
pruebas que implican a la re-iniciación del fenotipo de los condrocitos transitorios en la 
etiología y la patología artrósica (Fosang y Beier 2011, Pitsillides y Beier 2011; Figura 
1.3).  
Tales debates pueden potencialmente ser abordados a través de una mejor comprensión del 
volumen de cartílago articular y de la proporción de área de superficie en diferentes 
especies, y por lo tanto puede proporcionar una explicación de por qué el grado de 
transitoriedad de los condrocitos en el cartílago articular difiere de una especie a otra.  
En el cartílago artrósico, se ha observado disminución del colágeno tipo II y agrecano en 
comparación con el cartílago articular normal (Helminen et al. 1993, Garnero et al. 2002, 
Jalba et al. 2011, Henrotin et al. 2013). Por otra parte, los marcadores que anteriormente se 
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consideraban exclusivos de los condrocitos hipertróficos de la placa de crecimiento se han 
detectado en el cartílago articular no calcificado tanto en modelo animal de artrosis, como 
en pacientes con la enfermedad. De los marcadores los más frecuentes son MMP13 y el 
colágeno de tipo X, sin embargo, también se ha localizado con fosfatasa alcalina, 
osteopontina, osteocalcina y IHH (Hoyland et al. 1991, Aigner et al. 1993, Pullig et al. 
2000, Appleton et al. 2007 , Studer et al. 2012). Al igual que en el cartílago transitorio de la 
placa de crecimiento, los condrocitos hipertróficos se consideran como requisito previo 
para la mineralización de la matriz y en la osteoartritis, el aumento de la formación de 
hidroxiapatita se ha documentado y es consistente con los cambios en condrocitos 
hipertróficos (Fuerst et al. 2009).  
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A 
C 
B 
Figura 1.1 Miembro anterior en donde se indican los sitios más comúnmente afectados por osteoartritis. 
 
A) Rodilla (Articulación de los carpos). 
B) Menudillo (Articulación Metacarpo - falángica). 
C) Cuartilla (Articulación interfalángica proximal). 
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Figura 1.2. Miembro posterior en donde se indican los sitios más comúnmente afectados por  
osteoartritris. 
 
A) Corvejón (Articulaciones Tibiotarsal, Intertarsiana proximal, Intertarsiana distal y 
 Tarsometatarsiana). 
B) Menudillo (Articulación Metatarso-falángica) 
 
 
 
 
A 
B 
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Cartílago articular sano 
Cartílago articular 
osteoartrítico. 
 
          
Condrocito articular    Osteocito  Condrocito hipertrófico  
Figura 1.3. Representación esquemática de la articulación sana y la articulación artrósica 
en la que se observa la fibrilación del cartílago articular y una degradación concomitante 
con engrosamiento del hueso subcondral. Contribuyendo a esta patología artrósica, los 
condrocitos articulares normalmente "estables" del cartílago articular adoptan un fenotipo 
'transitorio' presentándose condrocitos hipertróficos y una mineralización de la matriz. 
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MMP13, un marcador clave de la hipertrofia de los condrocitos, está demostrando ser un 
objetivo importante en la investigación de la osteoartritis debido a su importante papel en la 
degradación del colágeno de tipo II, proteoglicanos, colágeno tipo IV-IX y, osteonectina y 
perlecan (Wang et al. 2013) . De hecho, los ratones deficientes en MMP13 predeciblemente 
presentan un defecto en el desarrollo del hueso endocondral con una amplia zona de 
condrocitos hipertróficos no atribuible al aumento de la proliferación de condrocitos, 
aumento en la síntesis de proteoglicanos y al aumento de hueso trabecular (Stickens et al. 
2004). Sin embargo, mientras que la inducción quirúrgica de la osteoartritis en este ratón 
provoca la hipertrofia de los condrocitos y la formación de osteofitos, el grado de 
degradación del cartílago se redujo significativamente (Little et al., 1999). La deleción del 
gen MMP13 específicamente en los condrocitos produce la desaceleración similar de la 
progresión de la osteoartritis después de una lesión meniscal-ligamentosa en un modelo de 
ratón (Wang et al. 2013). Consistente con este papel crucial para MMP13, también se 
encontró que su sobreexpresión resulta en cambios patológicos osteoartríticos en el 
cartílago articular de los ratones (Neuhold et al. 2001). Investigaciones recientes han 
implicado a la vía de señalización WNT y sus inhibidores como importantes reguladores de 
la MMP13 (van den Bosch et al. 2013, Chan et al. 2013, Staines et al. 2013), lo cual es 
coherente con la función de WNT en la prevención de las patologías articulares (Zhu et al. 
2008, 2009, Miclea et al. 2011).  
La epigenética ha estado fuertemente implicado en la osteoartritis en los últimos años con 
los tres mecanismos conocidos en la actualidad - la metilación del ADN, modificaciones de 
las histonas y los ARN no codificantes han demostrado controlar el fenotipo de los 
condrocitos. Esto también ha resaltado la importancia del papel de MMP13. Más 
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específicamente, el MMP13 promotor de metilación que se altera en el cartílago artrósico, 
lo que sugiere que estos cambios epigenéticos, pueden producir la hipertrofia de los 
condrocitos observada en la patología (Roach et al. 2005). Cabe señalar que la iniciación 
precisa y el control de estos acontecimientos aún no se ha establecido. Sin embargo, con el 
aumento de los estudios epigenéticos recientes, sin duda es un momento idóneo y 
prometedor en este campo. Por tanto, esta evidencia señala la necesidad de decifrar los 
mecanismos moleculares que sustentan la recapitulación de algunas de estas 
"caracteristicas" del desarrollo de los condrocitos del cartílago articular en la osteoartritis. 
Se prevee que esto, sin duda, ayudaría al avance en la comprensión de la patología de la 
enfermedad y en última instancia definir si las vías patógenas en la osteoartritis se pueden 
prevenir mediante la regulación de la estabilidad de los condrocitos limitando el fenotipo de 
crecimiento transitorio. 
Ciertamente, el campo de la ingeniería de tejidos se beneficiaría de tal entendimiento. La 
combinación del uso de células y biomateriales, ha surgido como un objetivo prometedor 
para la reparación del cartílago. La primera reparación de defectos del cartílago fue descrito 
en 1994 mediante el uso de condrocitos autólogos (Brittberg et al. 1994). A pesar de las 
limitaciones asociadas a este, incluyendo la necesidad de lesionar el cartílago normal y los 
problemas con el cultivo de condrocitos, desde su aparición, sin duda se ha establecido 
como la plataforma desde la cual la ingeniería de tejidos del cartílago ha progresado mucho 
en los últimos años. El uso de células madre mesenquimatosas humanas, junto con su 
capacidad para superar las limitaciones definidas por el uso de condrocitos, se ha reportado 
en varias ocasiones en la osteoartritis como un medio prometedor en el área (Luyten 2004, 
Coleman et al. 2010). Es evidente que las células madre mesenquimatosas humanas 
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también pueden obtener la expresión de los marcadores de los condrocitos hipertroficos, el 
colágeno de tipo X, y está claro que esto todavía limita su eficacia como un candidato para 
la ingeniería de tejidos. De hecho, un estudio reciente ha demostrado que las células madre 
mesenquimatosas expresan niveles más altos de los genes asociados con la osteoartritis, en 
cultivo, que los condrocitos derivados de las mismas osteo- articulaciones artríticas (Mwale 
et al. 2010, Fernandes et al. 2013). 
1.2 Osificación endocondral 
La mayoría del esqueleto se forma durante el desarrollo embrionario como esbozos de 
cartílago; modelos de futuros elementos esqueléticos. La naturaleza transitoria de este 
cartílago se refleja en su eventual sustitución por hueso en el proceso fundamental de la 
osificación endocondral. La osificación endocondral se inicia por las células 
mesenquimales embrionarias que migran para formar condensaciones con- pre-cartílago, 
que luego se someten a la diferenciación en condrocitos y secretan una matriz extracelular 
rica en colágeno tipo II y agrecano. 
Los condrocitos de estas condensaciones de cartílago se someten a un proceso ordenado y 
altamente regulado que involucra la proliferación y maduración predominante marginal 
central, la hipertrofia y muerte celular. Estos eventos definen el marco del hueso 
endocondral y están reguladas por señales paracrinas incluyendo la hormona paratiroidea 
(PTH) y péptido -relacionados IHH del pericondrio (Figura 1.4;. Storm & Kingsley 1996, 
Tickle y Mu ̈nsterberg 2001, Wang et al. 2001, Kronenberg 2003, Davey et al., 2006, 
Villavicencio-Lorini et al. 2010, Mackie et al. 2011).  
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La osificación primaria se origina en el centro de la diáfisis del elemento esquelético en 
desarrollo. El cartílago de crecimiento es invadido por vasos sanguíneos, aparentemente 
atraído por la expresión de factores de crecimiento endotelial vascular (VEGF) por 
condrocitos hipertróficos (Zelzer et al. 2002) produciendo con esto, la infiltración de los 
osteoclastos de resorción ósea y de los osteoblastos formadores de hueso. Además, el 
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Figura 1.4. Representación esquemática que ilustra los orígenes evolutivos propuestos del cartílago 
articular y la placa de crecimiento. Agregación mesénquimal de condroprogenitores forman los 
esobozos de cartílago y las etapas de proliferación condrocítica (P), maduración (M) y la hipertrofia 
(H) emergen para proporcionar los orígenes de los futuros condrocitos 'transitorios' del cartílago de 
la placa de crecimiento. La región intermedia del mesénquima progresivamente define la interzona 
(I); la posición de la futura articulación y los orígenes de los condrocitos "estables" del cartílago. 
articular. Las fiiguras del lado derecho representan la organización de la placa de crecimiento 
 13 
pericondrio se convierte en vascularizado alrededor del elemento de formación de hueso 
para crear el periostio. Este proceso de invasión de vasos sanguíneos facilitado por la 
degradación del cartílago de la matriz extracelular calcificada alrededor de los condrocitos 
hipertróficos es críticamente dependiente de la actividad de la metaloproteinasa de la matriz 
13 (MMP13; Stickens et al., 2004). La resorción de la matriz del cartílago es seguido por la 
invasión de los osteoblastos, que establecen el hueso recién formado. Este proceso se 
extiende longitudinalmente desde el centro de osificación primaria hacia los extremos del 
hueso. Con el tiempo, se forma el centro de osificación secundario, conservando una placa 
de crecimiento cartilaginoso entre cada epífisis y el centro de osificación primario (Mackie 
et al., 2008). 
El controlar el proceso de osificación endocondral es muy difícil. Este involucra una gran 
variedad de factores endógenos y sistémicos estimuladores de la proliferación condrocítica 
y diferenciación. Además, las alteraciones en la matriz extracelular deben de ocurrir para 
permitir la mineralización e invasión del cartílago por los vasos sanguíneos. Se ha sugerido 
como causa patológica en el proceso de osificación endocondral a los eventos moleculares 
como: disfunción endocrina (Glade y Belling 1986), alteraciones vasculares (Kincaid et al. 
1985; Carlson et al.. 1986; Woodard et al. 1987), disturbios en el proceso de maduración de 
condrocitos (Farnum et al. 1984), alteraciones en las moléculas de la matriz (Ekman et al. 
1990; Chen et al. 1993; Henson et al. 1997), y una mala función de varias enzimas 
involucradas en la transición del cartílago en matriz ósea (Gal et al. 1985; Ekman y 
Ridderstrale 1992; Farquharson et al.1992). 
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1.3 Estructura y función articular 
Las articulaciones sinoviales o diartroidales están formadas por: 1) las extremidades 
articulares de al menos dos huesos cubiertos con cartílago hialino; 2) la cápsula articular 
rodeando la cavidad articular; 3) el fluido sinovial en la cavidad articular, y 4) ligamentos 
extra e intra articulares (Figura 1.5). La cápsula articular consiste en una porción gruesa y 
fibrosa, la cual está en la parte más íntima de la membrana sinovial. El fluido sinovial es un 
ultrafiltrado del plasma altamente viscoso que contiene altas concentraciones de ácido 
hialurónico, el cual es producido por las células sinoviales (Gamble 1988). 
La función del fluido sinovial es la de distribuir el impacto en la articulación así como 
lubricarla. Además, debido a que el cartílago articular es avascular, las células del cartílago 
dependen del suplemento de nutrientes y de la eliminación del deshecho de los productos 
metabólicos mediante la difusión del fluido sinovial a través del cartílago. La circulación y, 
especialmente, el transporte de las moléculas grandes en el fluido sinovial, son estimuladas 
por la acción de bombeo producida por la compresión y relajación alterna del cartílago 
durante el movimiento articular (Gamble 1988).  
Una articulación consiste en dos o más estructuras óseas congruentemente opuestas las 
cuales están cubiertas por una capa de cartílago articular hialino. La articulación está 
rodeada por una cápsula articular y ligamentos y contiene fluido sinovial. La principal 
función de muchas articulaciones es la de amortiguar además de proveer menos fricción 
durante el movimiento. Ésta función es realizada por la interacción del fluido sinovial,  
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Figura 1.5. Representación esquemática de una articulación sinovial. De: Stashak 
T.S. En: Adams Lameness in horses (1987). Ed: Lea & Febiger. Philadelphia. 
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membrana sinovial, hueso subcondral y cartílago articular (Gamble 1988). Las propiedades 
únicas de éstos tejidos es la de ser capaces de producir un suave movimiento de la 
extremidad con una adecuada absorción y disipación del impacto aplicado, las cuales tal 
vez pueden producir impacto alto durante ciertos pasos o acciones atléticas (Palmer y 
Bertone 1996). 
1.3.1 Hueso subcondral 
El hueso subcondral provee de soporte estructural al cartílago articular. La rigidez del 
hueso hace posible el que haya un soporte relativamente alto hacia los impactos sin que 
haya deformación sustancial (Boskey 1981, Radin y Rose 1986). 
1.3.1.1 Composición del hueso subcondral 
El mineral que provee de rigidez al hueso es la hidróxiapatita [Ca10 (PO4)6(OH)2]. Este 
componente inorgánico está presente en la matriz del hueso en aproximadamente 65% de 
su total, el resto se compone de 25% de agua y el 10% de materia seca donde el 95% es 
colágeno (predominantemente de tipo I) y el 5% son proteoglicanos y proteínas no- 
colágenas (Boskey 1981, Todhunter 1996). La matriz extracelular no calcificada es llamada 
osteoide. Muchas de las proteínas no colágenas son glicoproteínas que tienen un nivel alto 
de azúcar/proteína. La sialoproteína I ósea u osteopontina (Fisher et al. 1987) funciona in 
vitro para regular la adhesión celular, movilidad y alineamiento. La osteopontina, 
sialoproteína ósea y la proteína ácida del hueso son glicosadas, las proteínas fosforiladas 
son producidas por los osteoblastos y son importantes en el proceso de mineralización del 
hueso (Veis 1993). 
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Las glicoproteínas ácidas pueden mediar la unión de los osteoclastos a cristales de 
hidróxiapatita a través de las uniones de ácido aspártico-glicina e integrinas (Teitelbaum 
1993). La osteonectina (Fisher et al. 1987), es también una glicoproteína fosforilada, rica 
en residuos de ácido aspártico y glutámico, que une al colágeno y al mineral óseo (Tracy y 
Mann 1991). La osteocalcina contiene ácido carboxiglutámico gamma, es sintetizada casi 
exclusivamente por osteoblastos y odontoblastos. Sólo un residuo de prolina en la posición 
9 de éste pequeño péptido puede ser hidroxilado por la prolyl hidroxilasa ascórbico 
dependiente, colocando la osteocalcina en un pequeño grupo de proteínas (colágeno, 
elastina, proteína complemento C19) que sufren ésta modificación postranslacional (Cole y 
Hanley 1991). La función precisa de la osteocalcina todavía no se conoce pero sí algunas de 
sus propiedades, como la inhibición de la precipitación de hidróxiapatita y su acción como 
efector molecular de la acción de la 1,25-dihidroxivitamina D3. Ésta es una herramienta 
clínica muy útil para el estudio de los cambios óseos y los niveles normales de suero (Hope 
et al. 1993). Otro componente del hueso subcondral es la hexosamina, sin embargo ha sido 
reportado que no existe una relación de su contenido en el cartílago articular carpal del 
caballo y las propiedades morfológicas y mecánicas del hueso. (Richardson et al. 1993). 
El hueso epifisial y el subcondral subyacente se regeneran en respuesta a cambios 
provocados por el impacto. Las células en el hueso subcondral participan en su propia 
reparación y en las del cartílago articular después de fracturas osteocondrales. Mucha de la 
energía generada por el movimiento cargando peso se atenúa por los tejidos blandos pero 
en caso del impacto esta también se atenúa por el hueso (Richardson et al. 1993). La rigidez 
del hueso lo hace capaz de soportar relativamente altos impactos sin una deformación 
sustancial y ésta es parcialmente a consecuencia de su contenido mineral (Boskey 1981). 
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1.3.1.2 Enzimas presentes en el hueso subcondral 
Los factores de crecimiento peptídicos y citocinas que están presentes en el cartílago 
articular también están presentes en el hueso (Hauschka et al. 1986; Sporn y Roberts 1988). 
Estos incluyen factores derivados de la placa de crecimiento tales como el factor de 
crecimiento de transformación beta (TGF-ß) e insulina como factor de crecimiento (IGF), 
estos péptidos son producidos por células óseas y están presentes en la matriz ósea 
(Centiella et al. 1991). La matriz ósea también contiene las proteínas óseas morfogenéticas 
2 a 7, las cuales son miembros de la superfamilia de TGF-ß. Estos factores de crecimiento 
juegan un papel importante en la proliferación celular y en el mantenimiento de la 
expresión fenotípica o diferenciación (Mundy 1993; Reddi y Cunningham 1993; Baylink et 
al. 1993). El hueso contiene también la citocina TGF-α, las interleucinas, el factor de 
necrosis tumoral alfa (TNF-α) y el interferón-γ. Cuando la barrera de cartílago calcificado 
se rompe, el cartílago articular se expone a estas citocinas. En relación con la acción de 
éstos factores se han observado desórdenes patológicos como la osteoartritis, fracturas 
articulares, esclerosis subcondral así como la habilidad de modular la reparación articular. 
Las metaloproteinasas (MMP’s) de la matriz son secretadas por osteoblastos, 
específicamente después de la estimulación de las citocinas óseo-reabsorbentes como la 
Interleucina 1 (IL-1) y TNF-α. Las gelatinasas de 92 y 72 KDa son producidas por los 
osteoblastos así como por las células óseas humanas. (Rijas et al. 1989 y Lorenzo et al. 
1992). 
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1.3.1.3 Composición celular 
El plato subcondral y el hueso epifisial forman parte integral de la estructura articular, y 
estas estructuras son remodeladas por la formación ósea y las células óseo- reabsorbentes. 
El hueso primario formado por el osteoblasto está localizado directamente en la superficie 
ósea. Tan pronto como el osteoblasto este rodeado por una matriz mineralizada se le llama 
osteocito y se coloca en una laguna con proyecciones que se extienden hasta la canal. Los 
osteoblastos hacen contacto entre ellos a través de pequeñas protusiones o contacto célula-
célula, mientras que osteoblastos y osteocitos son conectados por numerosos procesos 
ostecíticos que suceden a través de la canal en la matriz ósea (May et al. 1992). El tercer 
tipo de célula ósea es el osteoclasto, una célula larga y multinucleada con la clásica “orilla 
ondulada”. Los osteoclastos se encuentran en la superficie óseo-reabsorbente (Hall 1990). 
Existe una cercana relación entre el osteoclasto y el osteoblasto durante la resorción y 
formación ósea (Simmons y Grynpas 1990). 
1.4 Arquitectura ósea 
El hueso subcondral es una mezcla de hueso trabecular y osteónico donde el hueso epifiseal 
está por debajo del hueso trabecular. La arquitectura del hueso trabecular se caracteriza por 
una malla de pequeños platos interconectados y bastones de trabeculas individuales con 
espacios relativamente largos entre ellos. Aunque el hueso cortical es menos del 30% 
poroso, el hueso trabecular puede ser de 50-90% (Keaveny y Hayes 1993). 
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1.5 Sinovia 
La sinovia es el mesénquima modificado. La íntima se encuentra sobre una barrera de 
tejido conectivo (subíntima, o lamina propia), siendo esta una barrera incompleta, con un 
espesor de 1 a 4 sinoviocitos, y sin membrana basal. Los sinoviocitos son células que tienen 
tanto función fagocítica como de secreción. La pato-biología de las células sinoviales fue 
revisada por Henderson y Pettipher en 1985. Las células sinoviales que pueden fagocitar y 
pinocitar son tipo A (macrófagos). Las células sinoviales sintetizan hialuronato, el cual es 
secretado dentro del fluido sinovial en la membrana plasmática, así como otros 
componentes de la matriz extracelular del sinovium. La lubricina es una glucoproteína que 
actúa en la lubricación del cartílago, y es probablemente sintetizada por el sinovium 
(Henderson y Pettipher 1985). 
1.6 Membrana sinovial 
La cavidad articular esta cubierta por la membrana sinovial, la cual está compuesta de dos 
capas de sinoviocitos, la íntima y la subíntima. Ésta última puede ser de consistencia 
fibrosa, aerolar o adiposa. La membrana sinovial es delgada con una barrera de 1 a 3 líneas 
de células gruesas en el interior de la superficie de la cavidad articular. La falta de una 
membrana basal íntima, de aberturas entre los sinoviocitos y la proximidad de los vasos 
sanguíneos a la superficie intima (5 a 10 µm) facilitan el flujo del exudado capilar dentro de 
la cavidad sinovial (Todhunter 1996). La membrana sinovial es capaz de regular el 
ambiente biomecánico de la articulación pasivamente a través de la difusión de sustancias 
de los capilares y activamente a través de la secreción de sustancias de los sinoviocitos. Las 
dos funciones principales de las células sinoviales son la fagocitosis (células tipo A) y la 
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síntesis de hialuronato (células tipo B). Las células sinoviales también sintetizan la matriz 
extracelular del sinovium (Henderson y Pettipher 1985). 
1.7 Fluido sinovial 
El fluido sinovial es un ultra-filtrado del plasma, por lo que muchos de sus iones y 
moléculas están presentes en una concentración similar, excepto el hialuronato, el cual se 
encuentra en altas concentraciones. Así mismo, el fluido sinovial contiene células 
mononucleares como células sinoviales interiores, monocitos y linfocitos. Estas células 
constituyen el 90% del total, mientras que el resto de las células son leucocitos 
polimorfonucleares. Sin embargo el fluido sinovial normal equino contiene menos de 500 
células nucleadas /µl (Todhunter 1996). 
El balance del volumen del fluido sinovial depende del flujo linfático y el efecto del ángulo 
de la articulación en la presión del fluido sinovial (Levick 1987), ya que el intercambio de 
solutos entre el plasma y fluido sinovial parece estar controlado por las fuerzas de Starling, 
debido a una diferencia de presión hidráulica o hidrostática y a una diferencia de presión 
osmótica coloidal entre el plasma y el fluido sinovial (Levick 1984), aunque las 
articulaciones con ángulos intermedios y con un desbalance en la presión de la malla de la 
matriz extracelular favorecen la ultra filtración del plasma en la articulación (Knox et al. 
1988). 
La presión intrasinovial normal es subatmosférica (-2 a -6 cm. H2O) (Simpkin 1993., Knox 
et al.. 1988) por lo que contribuye en la estabilización de la articulación y se ha visto en 
estudios basados en perros que varios factores intervienen en la presión intraarticular en 
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rodillas normales como por ejemplo la talla de la articulación, el volumen del fluido 
sinovial, la posición de la articulación, flexión o extensión, anatomía del tejido peri 
articular y de la articulación, la permeabilidad de la membrana, la elasticidad capsular así 
como el movimiento del fluido dentro y fuera de la articulación (Node y Newbold 1983). 
La “barrera de permeabilidad” sinovial de moléculas pequeñas es mantenida por un 
estrecho espacio entre los sinoviocitos y los componentes de la matriz extracelular. El 
hialuronato también funciona como una barrera en el intercambio de moléculas pequeñas 
(Kerr 1985) de menos de 10KDa, que usualmente están entre el plasma y el fluido sinovial 
y generalmente cruzan la sinovia por difusión simple, el transporte de glucosa en el fluido 
sinovial es una excepción, ya que entra más fácil y rápidamente como resultado de la 
difusión facilitada, preferentemente del transporte activo (Simpkin 1993). Por otro lado, las 
moléculas lipofílicas, como el oxígeno y el dióxido de carbono, se difunden libremente 
dentro y fuera del fluido sinovial, debido a que pueden difundirse a través de los 
sinoviocitos así como entre los mismos (Simpkin y Pizzorno 1974). Por ello, el fluido 
sinovial es el medio a través del cual los nutrientes se extienden en el cartílago articular, y 
también se ha demostrado que los ligamentos intraarticulares reciben el nutrimento del 
fluido sinovial (Simpkin y Pizzorno 1974). 
1.8 Cartílago articular 
El cartílago articular es un tejido aneural y avascular que cubre los huesos de las 
articulaciones diartroidiales, cuya principal función es la de proveer elasticidad y distribuir 
las fuerzas compresivas, resistir el estrés y, proveer una baja fricción entre las superficies 
articulares. Sólo un tipo de célula está presente en el cartílago articular, el condrocito, el 
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cual ocupa cerca del 2% del volumen. El metabolismo de esta célula es anaeróbico por la 
falta de vascularización, siendo además responsables de la producción de la matriz 
extracelular, compuesta principalmente de colágenos tipo II y proteoglicanos. Las fibras de 
colágeno proveen fuerza tensil y rigidez permitiéndole resistir fuerzas divididas, mientras 
que los proteoglicanos por ser altamente hidrofilicos juegan un papel importante en la 
resistencia de las fuerzas compresivas, ya que hace que el cartílago este compuesto de gran 
parte de agua (70-80% de peso húmedo) y debido a la alta presión osmótica, el tejido se 
hincha contribuyendo así a las propiedades elásticas del cartílago. La expansión de 
proteoglicanos está restringida por la red de colágeno que lo rodea causando una tensión 
intrínseca en la matriz extracelular (Palmer y Bertone, 1996). 
El cartílago hialino que cubre las superficies articulares de las articulaciones diartrodiales 
es un tejido conectivo altamente especializado con características biomecánicas, que lo 
hacen particularmente adecuado para absorber los impactos (Palmer y Bertone, 1996). Las 
propiedades físicas del tejido dependen de la estructura y organización de las 
macromoléculas en la matriz extracelular (Kempson 1980; Jurvelin et al. 1988), por lo que 
las moléculas de colágeno se encuentran organizadas en una densa red fibrilar que está 
llena de una alta concentración de proteoglicanos, los cuales están cargados negativamente 
como resultado de sus cadenas poli-aniónicas de glicosaminglicanos. 
El cartílago articular está organizado en diferentes zonas con base en la organización de las 
fibras de colágeno, la composición de los proteoglicanos y la morfología de los 
condrocitos. Mientras que la composición y arquitectura de la matriz orgánica varía entre 
las diferentes regiones de una misma articulación, entre las diferentes articulaciones de un 
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animal, entre especies, y la edad (McDevitt, 1973; Bjelle, 1975; Bullough et al. 1985; 
Vachon et al. 1990) (Figura 1.6 A y B). 
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Figura 1.6. Cartílago articular epifiseal normal de la cresta lateral de la tróclea del fémur de un equino.  
A). Muestra teñida con azul de tolouidina en donde se observa la organización de los condrocitos en las diferentes 
zonas del cartílago articular del caballo. 
B). Diagrama que muestra la forma característica de las células así como su orientación morfológica  
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Histológicamente, el cartílago articular se divide en cuatro zonas: superficial o articular, 
media o proliferativa, profunda o hipertrófica y calcificante. La zona articular del cartílago 
adulto contiene el mayor número de condrocitos organizados de modo paralelo a la 
superficie y cuentan con una morfología alargada y plana con el eje mayor también paralelo 
a las fibrillas de colágeno y con menor contenido de proteoglicano. (Palmer y Bertone, 
1994). 
Por otro lado, la zona media o proliferativa (también llamada zona de transición) contiene 
condrocitos de mayor tamaño que en la zona articular, los cuales se encuentran ya sea solos 
o en pares con un contorno redondeado. En ésta zona, las fibras de colágeno son de mayor 
diámetro y menor organización, ya que se encuentran dispersas de modo aleatorio (Weiss et 
al. 1968) y entrelazadas de manera tridimensional, mientras que las fibras más largas están 
perpendiculares a la superficie y dan origen a fibras más cortas que se observan como 
ramas de árbol (Todhunter, 1996). 
En la zona profunda los condrocitos son de mayor tamaño, esféricos y normalmente se 
encuentran organizados en columnas perpendiculares a la superficie articular. Las fibras de 
colágeno son de mayor diámetro y se disponen verticalmente a la superficie articular. La 
composición del proteoglicano de la zona articular y media del cartílago es más alto en 
cadenas de sulfato de condrotina que en cadenas de sulfato de queratan, ya que la 
concentración de este último es mayor en la zona profunda. Esto es debido a que hay una 
mayor permeabilidad en la matriz, siendo importante para la difusión de nutrientes hacia la 
barrera más profunda del cartílago (Poole 1993). La densidad celular es muy alta en la 
superficie articular y se va reduciendo progresivamente de la mitad hasta un tercio en las 
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zonas media y profunda de la zona articular (Stockwell y Meachim 1979; Mitrovic et al. 
1983) (Figura 1.6 A y B). 
La zona de cartílago calcificado separa el cartílago hialino del hueso subcondral y se 
caracteriza por la presencia de pequeñas células picnóticas embebidas en la matriz 
cartilaginosa mediante sales de apatita. Como en la mayoría de los tejidos blandos, el peso 
del cartílago hialino consta de un 65-80% de agua, pero a diferencia de ellos, este tejido no 
puede considerarse como blando, sino que al contrario, presenta una elevada resistencia al 
estar presurizado a 2 atmósferas por acción de la presión osmótica e hidrostática de su 
contenido en proteoglicanos, siendo dicha presión la que le confiere sus propiedades 
mecánicas (Todhunter 1996). 
En animales de huesos largos como el caballo, el cartílago articular del hueso en 
crecimiento no cuenta con la típica zona calcificada, ya que este se une con el cartílago 
epifisial localizado entre la superficie articular y la placa de crecimiento (Horton, 1993). 
Tanto en la zona profunda como en la zona calcificada, las fibras de colágeno son más 
grandes y se encuentran alineadas perpendicularmente a la superficie articular formando 
una red con mayor rigidez, la cual se encuentra impregnada por cristales de hidróxiapatita 
(Todhunter 1996). 
1.8.1 Metabolismo de los condrocitos 
Los condrocitos son los responsables de mantener la homeostasis del cartílago, controlando 
la degradación de las moléculas de la matriz. La pérdida de proteoglicanos es mucho mayor 
que la de colágenos, lo que significa que la actividad principal de los condrocitos es la 
 28 
síntesis de nuevos proteoglicanos. La degradación de la matriz es mediada principalmente 
por proteinasas, particularmente las metaloproteinasas (MMP’s) (Woessner y Gunja-Smith 
1991), las cuales actúan sobre la matriz extracelular a pH neutro y contienen zinc en sus 
sitios activos. Las MMP’s más importantes en el cartílago son MMP-1, una colagenasa 
intersticial capaz de dividir o partir la triple hélice del colágeno tipo I y la MMP-3 o 
estromelisina la cual degrada proteoglicanos, la proteína de unión y colágenos tipo II, IX y 
XI. Los activadores potentes de postromelisina y procolagenasa son la plasmina, una de las 
proteinasas de serina presentes en el cartílago articular normal y la proteinasa cisteínica 
Catepsina B (Eckhout y Vaes 1977). Además, la estromelisina puede activar a la 
procolagenasa (Murphy et al. 1987). La actividad de las MMP’s es inhibida por 
metaloproteinasas inhibidores de tejido (TIMP-1 y TIMP-2) y macroglobulina α-2. 
Además, existe la agrecanasa la cual está presente en cartílago normal y es capaz de 
eliminar el agrecan (Sandy et al. 1992). 
Es muy importante mantener la homeostasis del cartílago, ya que sus propiedades 
bioquímicas dependen de la estructura y la organización de la matriz extracelular, la cual es 
regulada por los condrocitos que están bajo el control e influencia de citocinas, incluyendo 
factores de crecimiento y estímulos mecánicos. Las citocinas pueden ser producidas y 
liberadas en respuesta a una gran variedad de estímulos, entre los cuales se encuentra el 
efecto físico del impacto articular. Las citocinas pueden ejercer una acción anabólica y 
catabólica al ser producidas y liberadas por los mismos condrocitos o por otros tejidos 
articulares, interactuando con la célula blanco a través de receptores de membrana 
específicos (Sandy et al. 1992). 
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La insulina como factor de crecimiento I (IGF-I) (Tyler 1989; Mcquillan et al. 1986; 
Guenther et al. 1982 ; Tesch et al. 1992) y el TGF-β (Morales y Roberts 1988; Redini et 
al.1988; Hill y Logan 1992) son factores anabólicos muy importantes que pueden estimular 
la síntesis de la matriz y la proliferación celular, mientras que la interleucina I (IL- I) 
(Verschure y Van 1990; Van-de L.A y Van-den B.W 1990; Benton y Tyler 1988; Bendtzen 
et al. 1985) y TNF-α ejercen una influencia catabólica en los condrocitos suprimiendo la 
producción de proteoglicanos e induciendo a la producción de MMP, con lo cual se 
estimula la producción de la matriz. La renovación continua de la matriz hace posible la 
adaptación de la composición de la misma a los requerimientos específicos que presentan 
las capacidades bioquímicas del cartílago. Esto se ejemplifica por el hecho de que la 
bioquímica del cartílago articular varía entre las diferentes articulaciones, entre los sitios de 
una articulación con peso o sin peso, y por la edad (Palmer et al. 1995; Esquissatto et al. 
1997; Platt et al. 1998). 
La influencia del ejercicio y el impacto en la composición de la matriz extracelular ha 
demostrado tanto en experimentos in vivo como in vitro que los impactos de dinámica 
normal in vivo por ejercicio y los patrones de impacto intermitentes in vitro estimulan la 
síntesis del colágeno tipo II y proteoglicanos (Kiviranta, et al. 1988; Salter et al. 1980; 
Korver et al. 1992), mientras que la compresión estática como la falta de impacto de la 
articulación disminuyen la síntesis y mejoran la degradación de la matriz (Akeson et al. 
1973; Palmoski et al. 1980; Gray . et al. 1988; Sah et al. 1989). Por otra parte, el estrés 
mecánico es un regulador importante del metabolismo condrocítico, lo que significa que los 
condrocitos son capaces de sentir el impacto; ya que la deformación de la matriz produce 
señales mecánicas, eléctricas y físico químicas que influencian las actividades de los 
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condrocitos. La compresión de la superficie articular deforma la matriz, lo que puede 
alterar directamente a los condrocitos. Además, las integrinas, que son receptores de la 
superficie celular de moléculas de la matriz, están involucradas como censores de tensión 
en la red de ésta. El flujo del fluido de la matriz inducido mecánicamente puede causar 
alteraciones en la densidad de carga alrededor de las células y un flujo acelerado de 
nutrientes y metabolitos a través de la matriz; por lo que las citocinas producidas como 
reacción al impacto articular pueden mediar estos signos mecánicos a los condrocitos. Sin 
embargo, el mecanismo por el cual los condrocitos perciben estos signos mecánicos, 
todavía no es bien comprendido. (Gray et al. 1988; Sah et al. 1989). 
1.8.2 Homeostasis del cartílago articular 
Los disturbios de un estado normal conllevan a una variedad de respuestas correctivas, las 
cuales tienden a restaurar el balance y mantener la integridad del sistema. En el caso de las 
articulaciones, el impacto puede cambiar abrupta y claramente durante la actividad atlética. 
(Palmer y Bertone 1996), por lo que los tejidos continuamente se adaptan a esas demandas 
funcionales para mantener su integridad funcional y estructural. Si los impactos no exceden 
sus límites funcionales, los tejidos no son afectados, pero si se exceden estos límites hay 
una reducción en la capacidad de adaptación del tejido, la estructura se expone a esfuerzos 
potencialmente dañinos (Cornwell 1984, Palmer y Bertone 1996). Esta tensión o esfuerzo 
inicialmente produce ajustes temporales, los cuales incrementan la capacidad del tejido para 
resistir las demandas físicas funcionales, y esfuerzos o impactos más severos pueden 
conducir a daños o cambios irreversibles. Los mecanismos fisiológicos compensatorios 
apropiados pueden finalmente alcanzar una reparación funcional o una regeneración. Sin 
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embargo, hay un punto en el cual el tejido se daña y pierde la capacidad de reparación o 
puede aumentar su resistencia (Cornwell 1984), lo cual ocurre rápidamente en tejidos con 
una capacidad limitada de regeneración y reparación, como en muchos tejidos que se 
caracterizan por una gran matriz celular versus masa celular y bajo grado de 
vascularización, así como en los tendones y el cartílago articular (Oloyede y Broom 1996). 
1.8.3 Homeostasis del cartílago bajo condiciones fisiológicas 
Los condrocitos dentro del cartílago articular sintetizan, organizan y regulan la deposición 
de la compleja matriz extracelular de una manera altamente eficiente y organizada, y, a 
pesar de su aislamiento, mantienen una composición óptima de la matriz del cartílago sano. 
En cada etapa de crecimiento y desarrollo, las velocidades relativas de la síntesis y 
degradación de la matriz están controladas coordinadamente para alcanzar el crecimiento, 
remodelación y equilibrio balanceado (Maroudas 1980, Todhunter 1996). 
La matriz extracelular está compuesta principalmente de colágeno, proteoglicanos y agua, y 
se comporta como una esponja. Bajo compresión, el agua es expulsada para reabsorberse 
otra vez cuando el impacto es discontinuo. El metabolismo condrocítico puede mantenerse 
gracias al flujo de fluido sinovial a través de la matriz extracelular, el cual depende de una 
acción de bombeo durante la actividad normal; de ésta forma, las sustancias necesarias para 
el metabolismo condrocítico son proveídas y los catabolitos son eliminados, por lo que se 
puede asumir que sin ésta acción de bombeo, la integridad del cartílago articular estaría en 
peligro. No se conoce precisamente como es que los condrocitos realizan los cambios de la 
matriz pero como el cartílago articular es aneural, avascular y linfático, este proceso 
aparentemente se ve afectado por el impacto biomecánico y por sustancias que se 
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encuentran dentro del fluido sinovial (Mow et al. 1984). 
1.8.4 Actividad enzimática del cartílago articular 
El cartílago articular contiene varias enzimas líticas como las catepsinas, MMP’s, sulfatos 
ácidos y alcalinos y colagenasas (Ehrlich et al. 1977, Brown et al. 1989, Eyre et al. 1991a. 
Shapiro et al. 1991, Platt 1996). Muchas de éstas enzimas son secretadas como pro- 
enzimas inactivas y son subsecuentemente activadas y/o controladas por inhibidores 
específicos. Los inhibidores de enzima específicos existen para cada proteasa. Los 
inhibidores de las metaloproteinasas titulares (TIMP-1 y TIMP-2) (Lakowski y Kato 1980, 
Brown et al. 1989, Kuettner et al. 1991, Martel-pelletier et al. 1991, Woessner y Gunja- 
Smith 1991), macroglobulina α-2, inhibidor de proteinasa α-1 (Franchimont y Bassleer 
1991), inhibidores de proteinasas cisteínicas (Martel-Pelletier et al. 1990) e inhibidores 
activadores de plasminógeno I, II y III (Thonar et al. 1991, Testa et al. 1994) han sido 
aislados y caracterizados en diversos estudios. 
En general las enzimas proteolíticas como las colagenasas y la estromelisina son secretadas 
como proenzimas y en diversos estudios han propuesto su activación por medio de factores 
como plasmina (Martel-Pelletier et al. 1991), tripsina (Franchimont y Bassleer 1991), 
acidez (Woessner y Gunja-Smith 1991), iones super-óxido (Greenwald y Moak 1986), Cu, 
Ca, interferón gamma (IFN-γ), catepsina B (Martel-Pelletier et al. 1990), y activador del 
plasminógeno (Treadwell et al. 1991). El equilibrio de este complejo sistema biomecánico, 
el cual todavía no se comprende del todo, permite la homeostasis del cartílago (Palmer y 
Bertone 1994, Testa et al. 1994). 
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La capacidad limitada de reparación, la cual es característica del cartílago articular, es bien 
conocida y fue observada por John Hunter en 1743 mencionando que: “Desde Hipócrates 
hasta ahora existe un acuerdo universal de que el cartílago ulcerado es algo molesto que 
una vez destruido, no es reparado” Se puede asumir que la capacidad de reparación está 
limitada por los cambios virtualmente ausentes de la red de colágeno en el adulto 
(Maroudas 1980, Maroudas et al. 1992). Sin embargo, en el crecimiento individual 
inmaduro, el desarrollo y madurez pueden ser solamente alcanzados con una alta velocidad 
de degradación y síntesis de la matriz, y se ha observado que el condrocito en cartílago 
inmaduro es más sensible a cambios que aquellos en el cartílago adulto (Simunek y Muir 
1972, Igarishi y Hayashi 1980, Roughley 1986, May et al. 1992, Platt 1996). Además, se ha 
reportado que el cambio de proteoglicanos es elevado en animales jóvenes (Maroudas 
1980, Platt 1996). Sin embargo, existen datos opuestos sobre los cambios de la malla de 
colágeno en animales jóvenes y se ha propuesto que el metabolismo debe ser mucho mayor 
en el adulto. Por lo tanto, puede considerarse clínicamente que el cartílago articular 
inmaduro tiene mayor capacidad de reparación que el cartílago adulto (Maroudas 1980). 
1.8.5 Disturbio de la homeostasis en el cartílago articular bajo condiciones 
patológicas 
Las alteraciones en la regulación y control del metabolismo condrocítico pueden dar 
resultado a procesos patológicos que involucran un deterioro gradual de la matriz 
extracelular. Si la homeostasis del cartílago articular es inadecuada o falla, ocurrirá un 
desbalance metabólico en donde la degradación inducida por proteasa prevalece sobre la 
reparación (Murphy et al. 1990, Lohmander et al. 1992, Palmer y Bertone 1994, Poole et 
 34 
al. 1995, McIlwraith 1996). Esto puede conducir a que la proteólisis e inflamación se 
incrementen. Primero, los bioproductos del catabolismo del cartílago pueden causar 
reacciones mediadas por células, activando linfocitos y monocitos (Woessner y Howell 
1983, Shapiro et al. 1991, Palmer y Bertone 1994), y posteriormente, puede haber 
inflamación aguda. Varias citocinas, como la IL-1, IL-6, factor de necrosis tumoral alfa 
(TNF-α), pero también prostaglandina-E2 (PGE2) así como iones super-óxido son liberadas 
en el fluido sinovial, incrementando la síntesis y liberación de proteasas (Hardingham y 
Bayliss 1990, Dean 1991, Palmer y Bertone 1994, Martel-Pelletier et al. 1998). En este 
punto, el mecanismo se encuentra completamente preparado y comienza el mecanismo 
clásico de cascada inflamatoria llevando a un proceso degenerativo. 
En otras palabras, la matriz del cartílago es dañada por un ataque proteolítico, el cual de 
hecho es una degradación enzimática no compensada del cartílago articular. El daño de los 
proteoglicanos puede ser reversible. Sin embargo, una vez ocurrido un daño significante a 
las fibras de colágeno, la estructura tridimensional de la matriz extracelular se verá 
deteriorada, presentando así un daño irreversible. 
1.9 Componentes de la matriz extracelular  
1.9.1. Colágenos 
El colágeno, componente fibrilar del cartílago, ocupa aproximadamente 15-20% del peso 
húmedo y cerca de la mitad del peso seco del cartílago, excepto en la zona articular donde 
el colágeno abarca la mayoría del peso seco (Muir 1972). Existen diferentes tipos de 
colágeno y, su función en conjunto es interactuar con los proteoglicanos para formar una 
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estructura o malla que sea capaz de soportar el peso del animal. Los colágenos 
proporcionan una gran tensión, pero no pueden amortiguar la compresión que ejerce el peso 
del caballo (Todhunter, 1996). Existen numerosos tipos de colágeno, los cuales están 
agrupados de acuerdo a su función (Van der Rest y Garrone, 1991). La mayor parte del 
colágeno del cartílago articular es tipo II (85 a 90% del total), y pequeñas cantidades del 
tipo VI, IX, XI, XII, y XIV también están presentes (Mayne y Burgerson 1987; Eyre et al. 
1991a). El colágeno tipo II es sintetizado como un precursor de alto peso molecular y se 
encuentra casi exclusivamente en el cartílago (Poole, 1993), proporcionándole una fuerza 
tensil. El colágeno equino tipo II tiene una estructura similar a la de otras especies y tiene 
una hidroxilación más alta de los residuos de lisina y más glicosilación que el colágeno 
equino de tipo I. (Todhunter, 1996). El colágeno tipo XI se puede copolimerizar con el 
colágeno tipo II y por eso es el homólogo del colágeno tipo V en términos de la relación de 
los tipos V’s y el colágeno tipo I (Poole et al. 1988). 
1.9.2 Proteoglicanos y glucosaminoglucanos 
Los proteoglicanos son macromoléculas las cuales consisten en una proteína nuclear 
(principal), en la cual una o mas cadenas de glucosaminoglucanos están unidas 
covalentemente. Estos glucosaminglucanos son cadenas dobles lineales de disacáridos que 
están cargados negativamente por grupos carboxilo y sulfato. 
Los glucosaminoglucanos que se encuentran en cartílago incluyen al sulfato de condroitina, 
sulfato dermatan, sulfato de queratina y ácido hialurónico. Este último es el único 
glucosaminglucano que no es sulfato y además no se encuentra como cadena lateral de una 
proteína nuclear de proteoglicano. Además, el ácido hialurónico se encuentra en forma de 
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cadenas largas (más de 1,000 repeticiones disacáridos) que interactúan con las fibras de 
colágeno de una manera que aún no se comprende. Las unidades de disacáridos de 
glucosaminglucanos consisten de hexosamina y residuos de ácido urónico, excepto para el 
sulfato de keratina donde el residuo de ácido urónico es reemplazado por galactosa. 
Mientras que el ácido hialurónico es sintetizado en la membrana plasmática, todos los 
glucosaminglucanos son sintetizados y modificados en el aparato de Golgi; la proteína 
nuclear es sintetizada en el retículo endoplásmico (Hardingham y Muir 1972). 
El principal proteoglicano en el cartílago es el agrecan , un proteoglicano largo que 
contiene de 100-200 cadenas laterales de glucosaminoglucanos y recibe ese nombre porque 
más de 300 de estos proteoglicanos se pueden unir a una cadena de ácido hialurónico, 
formando largos agregados (Hardingham y Muir 1972). Esta unión es estabilizada por una 
glicoproteína llamada proteína de unión (Buckwalter et al. 1984; Hardingham 1979). 
Además del agrecan, el cartílago contiene varios proteoglicanos pequeños no agregados 
como la decorina, biglicano y fibromodulina (Roughley y Lee 1994; Witsch et al. 1992) 
(Figura 1.7). Estas moléculas se unen a otras macromoléculas contribuyendo a la 
estabilización de la matriz y probablemente influye en la función celular. El arreglo ultra 
estructural y las interacciones moleculares entre varios componentes de la matriz 
extracelular contribuyen sustancialmente en las propiedades mecánicas del cartílago y por 
lo tanto a la resistencia a los daños (Roughley y Lee 1994). 
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Figura 1.7. Componentes del cartílago articular. 
 
(a) Diagrama que representa a los condrocitos (flechas) y a la matriz extracelular (malla formada 
por fibras de colágeno y proteoglicanos). 
 
(b)             Magnificación de un proteoglicano formado por el agrecan (Ag) y el ácido hialurónico (AH). Se 
muestra también la proteína de unión (PU), el queratan sulfato (KS), el condroitin sulfato (CS) y 
los segmentos G1, G2 y G3. 
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1.9.3 Proteoglicanos pequeños 
Los proteoglicanos pequeños no agregados constituyen del 1 al 4% del total de la masa de 
los proteoglicanos en el cartílago articular, pero sus concentraciones molares son similares 
a proteoglicanos grandes y agregados. Hay macromoléculas multifactoriales que se unen a 
los colágenos, factores de crecimiento, heparina y una gran variedad de diversas moléculas. 
Se reconocen 3 proteoglicanos pequeños en el cartílago articular y todos son miembros de 
la familia de glicoproteínas ricas en leucina (Oldberg et al 1989; Plaas et al. 1989, 
Rosenberg et al. 1985). Las proteínas nucleares de estos proteoglicanos están separadas 
pero muestran aproximadamente un 55% de homología, con un peso molecular de 
aproximadamente 38 kDa. Los proteoglicanos pequeños que se han reconocido en el 
cartílago articular son la decorita, los biglicanos y fibromodulina. 
1.9.4 Proteínas no colágenas de la matriz extracelular 
Las glicoproteínas no colágenas y no proteoglicanos constituyen una porción pequeña pero 
significativa del cartílago articular (Fife y Brandt 1993). La función de muchas de estas 
proteínas no se conoce aún, con la excepción de las proteínas de enlace. Tres proteínas de 
enlace, con masas moleculares aparentes de 48, 44 y 41 kDa, han sido identificadas en el 
bovino normal y en el cartílago humano. Estas comparten un aminoácido común de la 
espina dorsal, sugiriendo que se originan a partir de un gen individual, pero difieren en el 
grado de glicosilación. La proteína de enlace más pequeña al parecer se deriva de la mayor 
como resultado de degradación proteolítica (Campbell y Roughley et al. 1986). La proteína 
de enlace se adhiere de forma no covalente a un sitio específico cerca de la porción N de la 
 39 
proteína nuclear del agrecan y el hialuronato (Franzen et al.. 1981; Perin et al. 1987). De 
ésta manera se estabiliza la interacción entre el agrecan y el hialuronato en presencia de 
temperaturas y pH extremos, fuerzas mecánicas como la ultracentrifugación y solventes 
disociativos (Hardingham 1979). 
1.9.5 Cambios de la matriz extracelular 
Los condrocitos sintetizan, organizan y regulan la composición de una compleja matriz 
peri-celular, territorial e interterritorial. En cada etapa de crecimiento, desarrollo y 
maduración, las velocidades relativas de la síntesis y degradación de la matriz se ajustan 
para que la malla alcance su crecimiento, remodelación o equilibrio. Se ha estimado que el 
número de veces en que el colágeno cambia en los caninos es uno en 120 años y de 350 
años en el cartílago articular de humano adulto (Akizuki et al. 1987). Los tiempos de 
cambios del colágeno son más lentos comparándolo con el de los proteoglicanos y se cree 
que esto se relaciona con las características estructurales de las fibras de colágeno. Una vez 
que las fibras de colágeno y los enlaces cruzados covalentes se forman dentro y entre las 
moléculas en las fibrillas, los sitios disponibles para la separación de la enzima son 
limitados. 
No se conoce precisamente como es que los condrocitos cambian la matriz, pero se han 
demostrado dos factores que aceleran los cambios: uno es el impacto mecánico y el otro 
son las citocinas así como las interleucinas y el TNF-α, las cuales son producidas por las 
células sinoviales. Estos factores influyen en la producción y activación de las enzimas 
condrocíticas que pueden degradar la matriz del cartílago, y este proceso degradativo está 
equilibrado por un inhibidor enzimático y por la síntesis de factor de crecimiento (Akizuki 
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et al. 1987). 
1.10 Enzimas capaces de degradar cartílago  
1.10.1 Metaloproteinasas de la matriz (MMP’s) 
Se considera que las metaloproteinasas juegan un papel muy importante en la degradación 
de la matriz extracelular (Poole 1993). Tienen un papel clave en lo que se refiere a la 
migración tanto de células normales como malignas a través del cuerpo. También actúan 
como moléculas reguladoras participando en las cascadas enzimáticas y procesando 
proteínas de la matriz, citocinas, factores de crecimiento y adhesión de moléculas para 
generar fragmentos con efectos biológicos ya sea aumentados o reducidos. Las MMP’s se 
caracterizan por el requerimiento de Zn en su sitio activo. El calcio también es requerido 
para que se exprese una actividad total pero no reside en el sitio activo. 
La familia de las metaloproteinasas se divide en cuatro grupos: 1) Colagenasas tisulares 
(MMP-1). 2) Gelatinasas: gelatinasa A (MMP-2) y la gelatinasa B (MMP-9). 
3) Estromelisinas: la 1 (MMP-3), 2 (MMP-10), 3 (MMP-11).Pueden degradar 
proteoglicano y colágeno. 
4) Colagenasa neutrofila (MMP-8), PUMP-1 (MMP-7). (Poole AR. 1993). 
La IL-1 y el TNF-α estimulan la producción de una gran variedad de proteínas, incluyendo 
colagenasa, estromelisina y gelatinasa, (Campbell y Roughley 1986). Las MMP’s son una 
subfamilia de proteinasas activadas a pH neutro, las cuales juegan un papel importante en 
los cambios de las proteínas de la matriz extracelular. Las colagenasas y otras MMP’s de la 
matriz pueden ser activadas por kalikreina y proteinasas séricas que se encuentran en el 
cartílago articular, además de la catepsina B. 
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1.10.2 Proteinasas cisteínicas 
La catepsina B, H y L son proteinasas lisosomales que pertenecen a la clase de proteinasas 
cisteínicas; la catepsina B y la L son las más conocidas (Werb 1989). Aunque generalmente 
es conocido que las proteinasas lisosomales tienen solo actividad en pH ácido, la Catepsina 
B es enzimáticamente activa en un rango amplio de pH (Mort et al. 1984) y cuando el pH 
extracelular se mantiene neutral, la Catepsina B puede activarse el tiempo necesario para 
causar daño tisular (Mort et al. 1984). 
La catepsina B y la L se adhieren a la terminal de los péptidos de colágeno que contienen 
los enlaces covalente cruzados dentro y entre las moléculas; sin embargo la catepsina L es 
la más activa de las dos (Werb 1989). La catepsina B también se adhiere a la región de 
ácido hialurónico del proteoglicano del cartílago y degrada la región glicosaminglucano 
(GAG) en pequeños fragmentos (Morrisom et al. 1987; Roughley y Barret 1977). Cuando 
se observaron las acciones degradativas de la catepsina B y L en el cartílago articular 
humano, se encontró que la catepsina L degrada de forma más extensa a los agregados 
proteoglicanos que la catepsina B. Ambas catepsinas, B y L generan sitios de adhesión 
mútiples en las proteínas de enlace LP-1, LP-2 y LP-3 (Nguyen et al. 1990). También se ha 
sugerido que la Catepsina B actúa como activador de las MMP’s (Eckhout y Vaes 1977). 
La catepsina B existe en tres diferentes estados de actividad: completamente latente, 
parcialmente activa y totalmente activa. Para exhibir realmente actividad endopeptidasa, 
parece ser que la enzima debe estar de modo inestable a la alcalinidad (Mort y Recklies 
1986). 
Se han reportado niveles altos de catepsina B en el cartílago humano degradado (Bayliss y 
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Ali 1978). Las acciones degradativas de la catepsina B en tejido conectivo ocurre de modo 
tanto intra como extracelular, siendo estable a pH neutro afuera de los sinoviocitos o 
condrocitos por un tiempo determinado (Baici et al. 1988; Mort et al. 1984). Se ha sugerido 
que la acción proteolítica de la catepsina B en articulaciones humanas se relaciona con los 
inhibidores proteasa cisteínicos (Killackey 1983). 
Otras investigaciones utilizando enzimas e inhibidores purificados del cartílago articular y 
de la membrana sinovial de articulaciones osteoartríticas de humanos muestran que tanto 
los condrocitos como los sinoviocitos producen una proteasa cisteínica que tiene las 
mismas propiedades que la catepsina B de otros tejidos (Martel-Pelletier et al. 1990). Los 
inhibidores proteasa cisteínicos también son secretados por condrocitos o sinoviocitos y se 
presentan en al menos dos formas: de alto y bajo peso molecular (Martel-Pelletier et al. 
1990; Ghosh et al.. 1986). En lesiones osteoartríticas leves, los niveles de catepsina B en el 
cartílago se muestran elevados. En experimentos con células sinoviales fibroblásticas la 
secreción de una proteinasa cisteínica latente (principalmente catepsina B) fue estimulada 
tanto por IL-1 como por el TNF-α. Las calpaίnas, proteasas cisteínicas calcio dependiente 
del citosol (no lisosomales), también se encuentran en tejido sinovial osteoartrítico y son 
capaces de degradar proteoglicano (Suzuki et al. 1990). Las calpaίnas pueden degradar 
rápidamente monómeros de proteoglicanos intactos y agregados (Suzuki et al. 1991). 
La catepsina B, degrada los componentes del cartílago como el colágeno y el agrecan in 
vitro, y ha sido implicada en la patogénesis de enfermedades de desarrollo ortopédico en el 
caballo, incluyendo OC. En ésta enfermedad se ha observado que la expresión de la 
catepsina B aumenta los grupos de condrocitos alrededor de las lesiones necróticas 
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(Hernández-Vidal et al., 1998). Se ha hipotetizado que el impacto biomecánico puede jugar 
un papel en la patogénesis de OC. (Poole, 1993). Así mismo, el impacto biomecánico 
aplicado como extensión de dos dimensiones para aislar condrocitos puede causar 
incremento, decremento o no causar cambios en los niveles de RNAm de varias enzimas. 
1.11 Síntesis de la catepsina B 
La conversión de la pro-enzima a su forma madura activa, probablemente representa el 
paso clave en el proceso de degradación. Muchas de las 4 clases de proteinasas 
(metaloproteinasas, aspárticas, serina y proteasas cisteínicas) son sintetizadas como 
precursores latentes de alto peso molecular que se convierten en su forma madura por 
medio de una división proteolítica de la pro región (Gal et al. 1985; Hanewinkel et al. 
1987; Nishimura et al. 1988a; Kominami et al. 1988; Mach et al. 1992; Wiederanders et al. 
1992). Se pensaba que las formas activas de éstas enzimas residían solamente en los 
lisosomas, comenzando con la propuesta de que la activación puede ocurrir mas 
tempranamente en el camino biosintético como se demostró para la maduración del 
precursor de la proteinasa aspartica catepsina D (Gieselmann et al. 1983; Rijnboutt et al. 
1992). 
Se ha encontrado que en el proceso de síntesis intracelular de la pro-catepsina B se requiere 
la presencia de la catepsina D (Pagano et al. 1989; Nishimura et al. 1990; Goto et al. 1992; 
Leto et al. 1992), dando como resultado la conversión microsomal de la pro- catepsina B en 
una enzima madura (Nishimura et al. 1988b; Kawabata et al. 1993). Sin embargo, Felleisen 
y Klinkert (1990) y Mach et al. (1993), concluyen que la síntesis de la procatepsina B es un 
evento automático, y que la conversión auto-catalítica de la pro- enzima a la forma madura 
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de la proteinasa bajo condiciones fisiológicamente relevantes es principalmente el resultado 
del proceso intramolecular. 
In vivo, la catepsina B es sintetizada como una pro-enzima (San segundo et al., 1985; Chan 
et al.. 1986) en el retículo endoplásmico rugoso (RER) y co-translacionalmente glicosilado. 
Después de ser glicosilada, la pro catepsina B (40-42kDa) es liberada a los lisosomas por 
medio de los receptores de la manosa 6-fosfato/IGF II en la superficie celular (Hasilik y 
von Figura, 1984; Hanewinkel et al. 1987; Kornfeld 1990; Kornfeld 1992). La catepsina B 
se convierte a su forma madura con una sola cadena (30-32-kDa), presumiblemete en el 
compartimiento endosomal/prelisosomal por glicosilación post- transcripcional y una 
proteo lisis limitada, la cual es procesada más delante de dos formas (25-27-k-Da) 
(Kominami y Katunuma, 1989). La catepsina B completamente procesada se puede 
encontrar en los lisosomas de manera tipo-célula-específica, asociada con la membrana del 
plasma o secretada en forma de doble cadena, consistiendo en una cadena pesada y una 
ligera vinculadas a un enlace disulfuro (Hanewinkel et al. 1987; Mach et al.1992). Sólo 
pequeñas cantidades de la proenzima en estado latente es secretada en el fluido 
extracelular; se conoce poco acerca del proceso extracelular de la procatepsina B en estado 
latente in vivo, aunque algunos reportes han sugerido que la elastasa neutrofila podría estar 
involucrada (Keppler et al. 1994; Burnett et al. 1995). Además, también se ha sugerido que 
la catepsina D podría regular la actividad de la catepsina B por medio de la inactivación de 
los inhibidores naturales proteinasa cisteínicos (Lenarcic et al. 1991) (Figura 1.8). 
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Etapa postranscripcional 
(proteólisis y glicosilación) 
Síntesis de la Catepsina B 
Núcleo 
Catepsina B es sintetizada en los 
ribosomas/RER como preproenzima. 
Translación 
Glicosilación 
Procatepsina B 
40- 42KDa 
Glicosilación co-translacional. 
(manosa 6-fosfato) 
Tráfico intracelular 
Neutrófilo elastasa 
Maduración 
Cat B 30-33KDa 
Cat B 
25-27kDa 
Procatepsina B 
Cat B 
Cisteínas 
Catepsina D Figura 1.8. Síntesis de catepsina B, modificación esquemática de Berquin y 
Sloane. 1996. 
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1.11.1 Modulación fenotípica y expresión de la catepsina B 
Las MMP’s habían sido las enzimas que más atención habían recibido, hasta que se 
demostró que las hidrolasas endógenas son las responsables de la auto degradación del 
cartílago (Lucy et al. 1961; Ali, 1964).Niveles elevados de catepsina D fueron encontrados 
en cartílagos con OA comparado con el cartílago normal (Ali y Evans, 1973; Ali y Bayliss, 
1975). Sin embargo, se ha pensado que esa acción se restringe al catabolismo intracelular 
de las macromoléculas de la matriz dentro de los condrocitos (Vittorio et al. 1986). De 
igual forma se han encontrado cantidades significantes de Catepsina B en cartílago humano 
con OA comparado con el cartílago normal (Bayliss y Ali, 1978; Martel-Pelletier et al. 
1990; Baici et al. 1995a), en sinovio reumatoide (Mort et al. 1984; Trabandt et al. 1991), y 
en fluido sinovial (Codorean et al. 1981; Lenarcic et al. 1988; Gabrijelcic et al. 1990). 
Experimentos in vitro han sugerido un rol de la Catepsina B en la degradación de 
proteoglicano del cartílago por IL-1 (Buttle et al. 1992; Buttle y Saklatvala 1992; Buttle et 
al. 1993). La participación de la catepsina B propuesto en este contexto fue acerca del 
incremento de la actividad intracelular de una MMP estimulada por la citocina como el 
mediador efectivo de la degradación (Buttle et al. 1993). Estos resultados concuerdan con 
la observación hecha por Baici y Lang (1990), donde el almacenamiento intracelular y la 
biosíntesis de la catepsina B fueron estimuladas por IL-1β, pero no su liberación. 
Una manera de estimular a los condrocitos para producir elevados niveles de catepsina B es 
por medio de la modulación fenotípica (Baici et al. 1988). Los condrocitos normales 
almacenan intracelularmente Catepsina B en muy pequeñas cantidades sin que se presente 
secreción, pero después de la modulación fenotípica en cultivo mono capa celular, 
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aumentan la biosíntesis, almacenamiento y secreción de la enzima (Baici et al. 1988). Esta 
bien documentado que el fenotipo de la célula varía a través de varios subcultivos (Fröhlich 
et al. 1995). Existe evidencia de que los condrocitos hipertróficos pueden contribuir en el 
proceso de osificación endocondral experimentando una diferenciación osteogénica 
basados en estudios de cultivos in vitro de células y órganos (Descalzi Cancceda et al. 
1992; Gentili et al. 1993; Galotto et al. 1994). El cambio fenotípico de condrocito a 
osteoblasto como célula es entonces un tema que debe ser retomado en próximas 
investigaciones biológicas sobre condrocitos y puede servir como paradigma para otros 
casos de cambios fenotípicos en células diferenciadas. 
1.12 Distribución de la carga en el cartílago articular 
El cartílago articular puede experimentar grandes deformaciones volumétricas durante su 
actividad normal pero también recobrar su forma original durante los periodos de descanso. 
Los impactos aplicados a la superficie articular son compartidos entre varios componentes 
de la matriz. Por ejemplo, las fibras de colágeno dominan todo lo que se refiere al ambiente 
tensil (Schmidt et al. 1990), donde las propiedades osmóticas de los proteoglicanos 
proporcionan resistencia a la compresión volumétrica (Sporn et al. 1988). En una 
articulación no impactada, las superficies articulares opuestas no son completamente 
congruentes (Gardner y McGillvray 1971). Sin embargo, la situación cambia cuando las 
superficies sufren un impacto de carga. Debido a la relativa suavidad del cartílago, existen 
dos consecuencias debido al impacto relacionados con la deformación del cartílago: 1) 
incremento del área de contacto reduciendo los niveles de estrés del tejido, e 2) incremento 
de la conformación articular (proveído de una estabilidad adicional). Además, la adaptación 
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de la forma en el cartílago impactado puede ayudar a formar y retener un fino gel lubricante 
concentrado entre las superficies articulares (Walker et al. 1968; Swann 1985). 
Aunque el cartílago a bajo impacto es directamente comprimido, las áreas adyacentes están 
sujetas a esfuerzos tensiles transversos. Las variaciones, resultado de la deformación, 
tienden a redistribuir el fluido lejos de la región comprimida y de las regiones rígidas o 
tensas. Este proceso es mediado por la baja permeabilidad y la alta presión interna del 
cartílago. Ambas propiedades son controladas principalmente por la habilidad del cartílago 
de mantener la hidratación bajo presión debido al ambiente químico de los proteoglicanos 
(Maroudas et al. 1986). 
La presión osmótica de los proteoglicanos a la concentración presente en el cartílago 
(aprox. 5 a 10 veces una concentración mayor que la que existe en otros tejidos conectivos) 
se encuentra en un rango de 0.1 a 0.2 µPa (Maroudas 1980; Maroudas A. et al. 1992).La 
mayor contribución de la presión osmótica de los proteoglicanos (aprox. 75 a 85% del total) 
proviene de los grupos carboxyl y sulfato negativamente cargados de los 
glucosaminglucanos y de los cationes asociados (efecto iónico o de Gibas-Donnan) 
(Akizuki et al. 1987). El agua es atraída hacia el cartílago debido a la densidad muy 
cargada, y la presión osmótica puede contribuir a más del 50% de la rigidez compresiva del 
cartílago articular (Mow et al. 1990; Lai et al. 1989). Esta presión es balanceada por el 
estrés tensil de la malla de colágeno. La magnitud de la presión depende de: 1) la densidad 
de los grupos cargados en los proteoglicanos, 2) la distribución de los grupos cargados a lo 
largo de las ramas de los proteoglicanos, y 3) la conformación molecular de los 
proteoglicanos. La magnitud de la fuerza de resistencia depende de 1) la organización 
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estructural, 2) la rigidez tensil, y 3) la fuerza de la malla de colágeno (Akizuki et al. 1986). 
Existe una correlación positiva elevada entre los módulos tensiles intrínsecos de la matriz 
extracelular y la masa colágeno/proteoglicano (Schmidt et al. 1990; Mow et al. 1992). 
Las articulaciones diartroidales normales tienen un mejor desempeño al momento de un 
impacto. Las propiedades únicas mecánicas del cartílago articular son cruciales para este 
desempeño. El cartílago saludable es excepcionalmente resistente y provee de una baja 
resistencia a los movimientos resbaladizos y de la articulación sobre un amplio rango de 
impactos y velocidades (Mow et al. 1992). 
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MATERIALES Y MÉTODOS  
2.1 Materiales 
2.1.1 Antisuero 
Catepsina B suero anti-humano En este estudio se utilizó IgG catepsina B especifica anti-
humano obtenida a partir de ovino, también se utilizó suero policlonal-catepsina B (sαh, 
U554/4) obtenido a partir de ovino en contra de catepsina B purificada de hígado humano y 
caracterizado tal como describe Buttle et al. 1988, los cuales fueron donados por la Dra. 
Elisabeth Davies del departamento de Medicina Veterinaria de la Universidad de 
Cambridge, Reino Unido. 
2.1.2 Anticuerpos secundarios 
Se utilizaron inmunoglobulinas de conejo (IgG) anti-ovino conjugadas con FITC y con 
peroxidasa, de laboratorios Dako-Denmark, las cuales fueron proporcionadas por la Dra. 
Elisabeth Davies del Departamento de Medicina Veterinaria de la Universidad de 
Cambridge, Reino Unido. 
2.1.3 Sustancias y agentes químicos 
Ácido clorhídrico  Fisons 
Albúmina (suero de bovino)   Sigma 
Azul de toluidina  Gurr® 
Cloruro de potasio (KCl)  Fisons 
Cloruro de sodio (NaCl)   Fisons 
Diaminobencidina tetrahidroclorada (DAB)  Sigma 
Etanol  Fisons 
Medio de montaje DPX    Gurr® 
Metanol    Fisons 
O.C.T. (Medio de montaje para muestras congeladas) Tissue-Tek® 
Ortofosfato de potasio dihidrogenado (KH2PO4)   Sigma 
Ortofosfato disódico hidrogenado (Na2HPO4.12H2O)  Fisons 
Óxido de mercurio  Sigma 
Paraformaldehído Sigma 
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Peróxido de hidrógeno (30%) Sigma 
Poly-L-lisina   Sigma 
Suero de conejo  Sera-Lab 
Suero fetal bovino  Sera-Lab 
Sulfato potásico de aluminio  Sigma 
Triton X-100   Sigma 
Trizma base   Sigma 
Trizma hidrocloruro (tris-HCl)  Sigma 
  
 
2.1.4 Materiales de cultivo de tejidos 
Tubos cónicos para centrifuga de 50 ml  Falcons 
Colagenasa tipo H (bacterial, EC 3.4.24.3)   Boehringer Mannheim 
Sulfato de cobre (CuSO45H2O) BHD 
Traste de cultivo (100x20 mm) Falcons 
Portaobjetos con compartimientos Nunc, Inc. 
Ditiotreitol (DTT) Sigma 
Disodio hidrógeno ortofosfato (Na2HPO4)  Sigma 
Disodio hidrógeno ortofosfato (Na2HPO42H2O) Sigma 
Medio Modificado Dulbecco’s-Eagle ś Gibco BRL 
Fungizona  Gibco BRL 
Suero fetal bovino  Sera-Lab 
2-hidroxi-5-nitrobenzaldehido Sigma 
Medio Iscove ́s  Gibco BRL 
L-cisteína   Sigma 
Filtros minisart (0.20 y 0.45 µl) Sartorious 
Portaobjetos multi-test 8 compartimientos  Flor Labs 
N-carbobenzoxi-fenilalanil-arginil-4- metoxi-beta-naftilamida (Z-
Ala-Arg-Arg-4MβNA)   
Bachem 
Cámara de conteo Neubauer  WSI Ltd. 
Penicilina  Gibco BRL 
Pronasa E (proteasa tipo XIV para Streptomyces griseus)  Sigma 
Tijeras – curvas “Noyes”  DePuy® Helathcare 
Ortofosfato de hidrógeno dihidrogenado (NaH2PO42H2O)  Sigma 
Placas de Petri cuadradas (100mm, 25 pozos)  Sterilirn 
Estreptomicina Gibco BRL 
Frascos de cultivo de tejido (25-75- cm2) Corning 
Trans-epoxisuccinil-L-leucilamido (4- guanidinio)    Sigma 
Tripsina (EC 3.4.21.4)   Sigma 
Sulfato de zinc (ZnSO4.7H2O)  Sigma 
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2.1.5 Soluciones amortiguadoras 
2.1.5.1 Soluciones amortiguadoras para inmunolocalización 
Solución salina fosfato buferada pH 7.4 (PBS) 
NaCl  136 mM 8 g 
KH2PO4 1.46 mM 0.20 g 
Na2HPO412H2O    8.07 mM 2.89 g 
KCl 2.68 mM 0.20 g 
 
Preparar con 1 Lt de H2O destilada  
 
 
100 mM búfer fosfatado pH 6.0 
Na2HPO42H2O  100 mM 17.8 g 
Preparar 1 L con H2O destilada y ajustar pH. 
Solución buferada de bloqueo 
Albúmina de suero de bovino   1% (p/v)   1 g 
Suero fetal bovino o suero normal de conejo 10% (p/v)   10 ml 
Solución buferada de lavado 
Albúmina de suero de bovino   1% (p/v)  1 g 
Preparar con 100 ml de PBS. 
Solución buferada tris-HCl 0.1 M pH 7.6 
Trizma – Hcl      100 mM  7.8 g 
Mezclar con 500 ml de agua destilada y ajustar el pH 
Solución buferada tris – HCl 0.1 M pH 7.6 + 1% de BSA 
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Trizma – HCl      100 mM   7.8 g 
Albúmina de suero de bovino   1% (p/v)  5 g 
2.1.5.2 Tinción para inmunolocalización 
Reacción de color DAB 
10 mg en tableta en: Búfer Tris-HCl (0.1 M pH 7.6)    10 ml 
Peróxido de hidrógeno (30%)   0.1% (v/v)   30 µl 
Tinción nuclear 
Solución verde metilo     0.01% (p/v)   0.025 g 
Mezclar con 250 ml H2O destilada 
2.1.6 Tinción histológica 
Azul de toluidina 
Azul de toluidina      0.5% (p/v)   0.5 g 
Etano       l5%   5 ml 
Mezclar con 100 ml de agua destilada y filtrarse antes de usar. 
2.1.7 Soluciones para histología 
2.1.7.1 Paraformaldehído 4% pH 7.4 (PFA) 
Paraformaldehído     4% (p/v)   20 g 
Mezclar con 500 ml de PBS. 
2.1.7.2 Poly – L – lisina 
Poly-L-lisina       10% (v/v)   50 ml 
Mezclar con 500 ml de agua destilada 
2.1.8 Medios  
2.1.8.1 Medio modificado Dulbeccos’s-Eagle’s (DMEM) 
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DMEM (Dulbeccos modified eagles medium)  
Na HCO3  
pH 7.4 con 1M NaOH  
Mezclar con 1 Lt de agua. 
Antes de usar añadir 200 UI/ml benzyl penicilina. 
10X DMEM stock      10% (v/v)   100 ml 
NaHCO3       595 mM  50 ml 
Preparar 1 Lt con H2O Antes de usar añadir 200 UI/ml benzil penicilina, 100 µg/ ml de 
estreptomicina y 2.5 µg/ml de fungizona 
2.2 Métodos 
2.2.1 Medio de cultivo de tejido 
El medio modificado Dulbecco’s-eagle’s (DMEM) se preparó a partir de una concentración 
de 10 (Gibco, UK) suplementado con antibióticos (Sección 2.1.9.1). 
2.2.2 Condiciones de cultivo 
Los cultivos fueron preservados a una temperatura de 37°C en una atmósfera de agua 
saturada que consistía en 95% aire y 5% CO2. El medio de cultivo fue suplementado con 
10% (v / v) de suero fetal bovino (FCS).  
2.2.3 Tejidos 
Para este estudio se utilizaron muestras de cartílago articular normal fetal de caballos, los 
cuales fueron abortados. 
2.2.3.1 Muestras de cartílago y hueso subcondral 
Se obtuvieron muestras completas de cartílago y hueso subcondral normal de la cresta 
lateral de la tróclea del fémur de 25 caballos en etapa fetal. Las muestras fueron colectadas 
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dentro de las primeras 3-6 horas post-mortem de caballos sin historia de enfermedad de 
desarrollo ortopédico (OA) Para este estudio se utilizaron únicamente animales cuyas 
edades estaban entre 157 días-1 mes. Las muestras fueron preparadas en parafina o 
inmediatamente congeladas en O.C.T con nitrógeno líquido (- 186°C) para estudios 
inmunocitoquímicos. 
Las muestras preparadas en parafina líquida se fijaron en paraformaldehído al 4% por 24 
horas a temperatura ambiente, siguiendo los pasos que a continuación se mencionan: las 
muestras fueron sumergidas por 2 horas en etanol al 70%, 2 horas en etanol al 90%, 6 horas 
en etanol al 100%, 2 horas en etanol al 50% (v/v) / CNP 30 (BDH, UK) al 50%, 6 horas en 
CNP 30 al 100%, 2 veces por 2 horas al vació en parafina a 58°C. Después se enfriaron en 
una plancha fría y se guardaron a temperatura ambiente. Las muestras se cortaron (8 µm de 
espesor) usando un micrótomo (Bright Instruments, Huntingdon, UK) y se montaron en 
portaobjetos tratados previamente con un auto-adherente de poly-L-lisina para después 
reposar a 56°C en un horno por una noche. Las muestras se guardaron a temperatura 
ambiente hasta ser utilizadas. Para eliminar el exceso de cera, las muestras se sumergieron 
en CNP 30 (BDH, Uk) por 10 minutos, 5 minutos en etanol al 100%, 5 minutos en etanol al 
90%, 5 minutos en etanol al 70% y 5 minutos en PBS antes de ser usadas. Las muestras 
congeladas se cortaron utilizando un micrótomo criogénico (Bright Instruments, 
Huntingdon, UK) a una temperatura de -30°C. Se obtuvieron muestras de la cresta lateral 
de la tróclea del fémur cortadas perpendicularmente a la superficie articular con un espesor 
de 8 µm, las cuales incluían las tres zonas del cartílago articular (superficial o articular, 
media o proliferativa y profunda o hipertrófica) así como alrededor de 5 mm de hueso 
subcondral. 
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2.2.4 Métodos inmunocitoquímicos 
2.2.4.1 Preparación portaobjetos 
Los portaobjetos se trataron con adherente poly-L-lisina (Sigma, UK) por 5 minutos y se 
secaron por 1 hora a 60°C.  
2.2.4.2 Preparación de las secciones de cartílago y hueso subcondral 
Los especímenes congelados de cartílago y hueso subcondral se cortaron en secciones de 8 
µm de grueso en un micrótomo criogénico (Bright Instruments, Huntingdon, UK) a una 
temperatura de -30°C las secciones se montaron en portaobjetos tratados con poly-L-lisina 
y se dejaron secar por cinco minutos a temperatura ambiente. Después las secciones se 
fijaron con paraformaldehído al 4% por 30 minutos y se lavaron por 10 minutos en PBS: 
las secciones preparadas en parafina se cortaron a un espesor de 8 µm para ser usadas 
dentro de las primeras 24 horas después de haber eliminado el exceso de cera. 
2.2.4.3 Tinción inmunofluorescente 
Las muestras de cartílago, así como las células, fueron tratadas con búfer bloqueador 
(Sección 2.1.5.1) por lo menos 15 minutos para evitar la unión no específica del antisuero 
primario. Después se eliminó el exceso de búfer de las muestras y fueron incubadas por 1 
hora a temperatura ambiente o toda la noche a 4°C con 25 µl del antisuero primario a una 
dilución de 1:50 y 1:100 en búfer de lavado (Sección 2.1.5.1). Las muestras controles 
fueron incluidas en donde el antisuero fue sustituido por suero normal de oveja diluido a la 
misma concentración que el antisuero primario. Después del periodo de incubación, el 
antisuero no unido fue eliminado por enjuague con PBS de 3 x 5 min. Las muestras y las 
células fueron incubadas por 15 minutos en suero bloqueador , después incubadas por 1 
hora con 25 µl del anticuerpo secundario, isotiocianato de fluoresceína (FITC)-conjugado 
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con inmunoglobulinas de conejo anti oveja (Dako, Denmark), diluido al 1:200 en solución 
búfer de lavado (Sección 2.1.5.1). Después de enjuagar se hizo el conteo de células teñidas 
con 0.01% (p/v) de solución verde metil por 2 minutos y se enjuagaron por 30 segundos en 
PBS. 
Las muestras fueron montadas en Citoflúor (glicerol/PBS), observadas a través del 
microscopio Nikon Diaphot acondicionado con iluminación epifluorescente y fotografiadas 
con una película de Kodak Ektachrome P1600x. Las células positivas aisladas fueron 
cuantificadas microscópicamente por conteo, el cual se hizo dos veces. Las células 
negativas fueron visualizadas por medio del contador nuclear de tinción y cuantificadas. 
Seis campos por mono capa celular o por zona de cartílago fueron seleccionados al azar y 
cuantificados. Se calculó el porcentaje de células positivas. 
2.2.5 Tinciones histológicas 
2.2.5.1 Azul de toluidina 
Las secciones fueron teñidas con azul de toluidina para observar la pérdida de 
proteoglicanos de la matriz extracelular del cartílago articular. Las secciones se tiñeron por 
10 minutos en azul de toluidina, posteriormente se lavaron dos veces en agua destilada por 
25 minutos, después se sumergieron en etanol al 70% por 10 minutos, en etanol al 90% por 
5 minutos, en alcohol absoluto por 1 minuto y finalmente en xilol por 2 minutos. Los 
portaobjetos se montaron con DPX (Gurr®, UK). 
2.2.6 Prueba de impacto del cartílago 
Las muestras de cartílago fueron impactadas individualmente utilizando la torre de caída 
libre siguiendo el método descrito por Jeffrey et al 1995 Figura 2.1. La energía generada en 
la muestras por la prueba de impacto fue calculada tomando en cuenta la altura y el peso de 
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la masa. Para estos experimentos, la muestra del cartílago se colocó en la torre de caída 
libre y una carga de 500 g se dejó caer de una altura de 5 cm (energía de bajo impacto, 0,25 
J), 10 cm (energía de impacto medio, 0,49 J) y 20 cm (energía de alto impacto, J 0,98) 
(Tabla 2.1). Cálculos de desaceleración y rigidez dinámica del cartílago después de la 
prueba de impacto proporcionan los siguientes valores estimados, por ejemplo, de 340 ± 
160 MPa para una masa de 500 g y una altura de 5 cm y 660 ± 140 MPa a una altura de 10 
cm.  
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Figura 2. 1. Torre de caída libre.  
 
La velocidad de presión inicial media fue de 2300 (± 220) / s para 500 g a una altura de 10 
cm y 1 760 (± 80) de 5 cm. Jeffrey et al 1995. Las muestras sometidas a la prueba de 
impacto junto con las muestras control se lavaron en solución salina fosfato-buferada y 
colocaron inmediatamente en paraformaldehído al 4% para el análisis inmunohistoquímico 
o se cultivaron durante 4 h, 8 h, 1, 2, o 5 días y se fijaron para inmunohistoquímica. Todas 
las muestras se congelaron en Tissue-Tek (OCT Sakura, The Netherlands) y se 
almacenaron a - 20° C hasta su uso. Un total de 3 muestras de cartílago se utilizaron por 
cada grupo sometido a prueba de impacto y uno para el grupo control correspondiente 
(Tabla 2.1). 
 
 
 
 
 
Tabla 2. 1. Energía del impacto correspondiente al peso de la masa y la altura de la caída. 
n = 3 por cada grupo. Tiempo en cultivo = 0h; J = joule. 
Prueba de Impacto Energía de 
Impacto (J) 
Número de 
Muestra 
Masa (mg) 
Control  0 C.1 
C.2 
C.3 
17.00 
19.95 
18.59 
500 g masa, 5 cm 
altura de caída (Baja) 
0.25 B.1 
B.2 
B.3 
15.00 
17.64 
15.07 
500 g masa, 10 cm 
altura de caída 
(Media) 
0.49 M.1 
M.2 
M.3 
14.27 
17.70 
17.57 
500 g masa, 20 cm 
altura de caída (Alta) 
0.98 A.1 
A.2 
A.3 
17.12 
16.81 
14.30 
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RESULTADOS 
 
3.1 Localización de la catepsina B en el cartílago articular normal del caballo 
Estudios preliminares (Hernández-Vidal et al. 1996) han confirmado por medio de los 
métodos de inmunofluorescencia y biotina/estreptavidina-horseradish peroxidasa una 
distribución heterogénea de la catepsina B en el cartílago articular normal del caballo. Se 
examinaron quince secciones de 8mm de espesor cada muestra por medio de un 
microscopio ligero de alta resolución. 
3.2.Efectos del impacto mecánico en la expresión y distribución de la catepsina B en el 
cartílago articular. 
El cartílago articular de caballo sometido a pruebas de impacto fue proporcionado por el 
departamento de ortopedia de la Universidad de Aberdeen, Reino Unido. 
El cartílago articular es un material mecánicamente fuerte y flexible, el cual transmite y 
distribuye los impactos en las articulaciones al mismo tiempo que provee de baja fricción 
en la superficie articular (Weightman y Kempson, 1979; Swanson, 1979). El efecto del 
estimulo mecánico en la expresión enzimática en el cartílago fue investigada ya que las 
fuerzas físicas (impacto en articulación) son consideradas en la prevención y patogénesis de 
la enfermedad articular. El cartílago articular equino (16 a 20 meses de edad) fue sometido 
a pruebas de impacto utilizando masas de 500 g a una altura de 5 cm. (bajo impacto), 10 
cm. (impacto medio) y 20 cm. (alto impacto), mostrando un daño observable en las 
muestras de cartílago, transformando la superficie suave en una forma fisurada y elíptica 
(Jeffrey et al 1995). 
La localización y distribución de la catepsina B se investigó en muestras preparadas en 
parafina y congeladas en O.C.T de cartílago articular de equino normal (control) y anormal 
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(impactado) utilizando microscopio de alta resolución. 
3.2.1 Expresión y distribución de la catepsina B en cartílago articular impactado. 
El antisuero utilizado en este estudio mostró reacción cruzada con el homologo de equino 
para catepsina B. La especificidad de esta enzima para el antisuero fue confirmada 
anteriormente por Hernández-Vidal et al. 2002 por medio del electroforesis en gel SDS y 
análisis de Western blot . 
3.2.2. Análisis inmunohistoquímico 
El análisis inmunocitoquímico de las muestras de cartílago control (sin impacto) mostraron 
una tinción intracelular moderada de catepsina B en los condrocitos en todo el cartílago 
(Tabla 3.1). Aunque hubo una ligera variación entre las diferentes muestras, se estimó que 
el 10 al 30% de los condrocitos en todas las zonas fueron positivos para la catepsina B. 
Condrocitos inmunonegativos fueron visualizados usando contra tinción de rojo nuclear 
solido Materiales y Métodos (Sección 2.2.6.4). No se observó diferencia zonal en la 
inmunolocalización a excepción de las pocas células elongadas adyacentes a la superficie 
articular que fueron constantemente negativos (Figura. 3.1A). No hubo evidencia de la 
liberación de la enzima en la matriz extracelular (MEC). Los anticuerpos control dónde el 
anticuerpo primario fue sustituido por suero normal ovino, no mostraron tinción alguna 
(Figura. 3.1B). 
  
 62 
 
  A 
 
  B 
b 
Figura 3.1. Localización inmunocitoquímica de catepsina B en cartílago articular fetal equino 
después de una prueba de impacto.  
(A) Cartílago articular equino después de una prueba de impacto bajo (0h) incubado con suero de 
ovino anti-humano (sαh, U554/4) diluida 1:50 y con IgG de conejo anti-ovino conjugada con FITC 
diluida 1:200. 
(B) Control donde el suero de ovino anti-humano (sαh, U554/4) fue reemplazado por suero pre 
inmune (U554/1) diluido 1:50. 
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La prueba de bajo impacto (500 g, a 5 cm) incrementó el número de condrocitos 
inmunopositivos a la catepsina B a un 40-50% en la zona articular (Figura. 3.2).  
 
 
Figura 3. 2. Localización inmunohistoquímica de catepsina B en cartílago articular fetal de equino (x 40). 
Inmediatamente después de una prueba de impacto baja (B 0h). 
 
También se incrementó la intensidad de la tinción, siendo esta difícil de cuantificar. No se 
observó cambio en el nivel de la tinción en la zona media, mientras que en la zona profunda 
menos del 10 % de condrocitos mostraron una tinción baja (Tabla 3.1). La prueba de 
impacto media (500 g, a 10 cm) y alta (500 g, a 20 cm) aumentaron el daño del cartílago, 
provocando fisuras, resultando en una notable reducción en el número de condrocitos y una 
marcada disminución en la tinción de catepsina B. Menos de 10 % de los condrocitos 
mostraron una tinción débil en todas las zonas excepto las células en la zona articular del 
cartílago sometido a una prueba de impacto media, las cuales mostraron una tinción similar 
a la observada en las muestras control (Tabla 3.1). Interesantemente se observó una 
marcada tinción de la matriz extracelular (MEC) en todas las muestras después de la prueba 
de impacto. Esta tinción de la matriz se restringe a la zona articular dónde se observó un 
aumento en la intensidad proporcional al aumento del impacto.(Figura. 3.3A, B y C). Las 
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muestras control en donde el suero para catepsina B de ovino anti humano (sαh, U554/4) 
fue reemplazado por el suero pre inmune (U554/1) fueron negativas (Figura. 3.1B). 
 
CATEPSINA B 
Grupo Control Impacto Bajo Impacto Medio Impacto Alto 
Tinción 
Zona-Art 
+ ++ +/- +/- 
Tinción  
Zona-Media 
+ + +/- +/- 
Tinción 
Zona-Profunda 
+ +/- +/- +/- 
Tinción 
MEC 
No Si Si Si 
 
Tabla 3. 1 Distribución de catepsina B inmediatamente después de la prueba de impacto (a una baja, 
media y alta energía de impacto) en muestras de cartílago articular fetal equino. 
+/- = < 10%, tinción débil; + = 10-30%, tinción moderada; ++ = 40-50%, tinción moderada; +++ = 
50-70%, tinción fuerte; ++++ = 70-90%, tinción fuerte; +++++ = >90% tinción fuerte.  
C, B, M, A, combinación de resultados de todas las muestras control, así como de la energía de 
impacto baja, media y alta. 
Matriz extracelular (MEC) 
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  A   B 
 
 
 
  C 
 
Figura 3. 3. Localización inmunohistoquímica de catepsina B en cartílago articular fetal de equino (x 40). 
(A) 1 día en cultivo después de una prueba de impacto baja (B 1d). 
(B) Inmediatamente después de una prueba de impacto media (M 0h). 
(C) Inmediatamente después de una prueba de impacto alta (A 0h). 
 
3.3. Efecto del tiempo en cultivo en la distribución de la enzima después de la prueba 
de impacto. 
La expresión y distribución de la catepsina B fue investigada en el cartílago articular equino 
sometido solo a una prueba de bajo impacto durante largos periodos de tiempo en cultivo 
(0h, 4h, 8h, 1 día, 2 días, 5 días). El bajo impacto (50g, 5cm) fue seleccionado ya que 
demostró que no había daño significativo en el tejido y presentaba un aumento en la 
expresión de la enzima. 
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3.3.1 Análisis inmunohistoquímico. 
Todas las muestras analizadas después de la prueba de impacto baja y seguidas por 4 a 8 
horas en cultivo mostraron una disminución de la catepsina B en condrocitos en la 
zona articular comparable con la observada a 0 h (Tabla 3.2). Después de 1 día en cultivo 
posterior al impacto, un marcado aumento de la tinción se observó en la zona media, y para 
los días 2 y 5 los niveles de tinción en las zonas media y profunda eran mucho más 
elevados que en las muestra control, mostrando una tinción intracelular moderada en 
aproximadamente el 50% de los condrocitos (Tabla 3.2). Se observó cierta evidencia de la 
formación de agrupaciones de condrocitos después de 8 horas y 1 día en cultivo en las 
muestras experimentales. Estos grupos fueron más notables en las áreas de necrosis del 
cartílago dañado por la prueba de impacto y mostraron en particular una intensa tinción 
intracelular. En estas mismas muestras se observó una inmunotinción de la matriz 
extracelular en la zona articular (Figura. 3. 3A y B).  
 
Catepsina B 
Grupo C B 0h B 4h B 8h B 1 día B 2 días B 5 días 
Tinción 
Zona-articular 
+ ++ + + ++ ++ ++ 
Tinción 
Zona-media 
+ + + + ++ ++ ++ 
Tinción 
Zona-profunda 
+ +/- +/- + ++ ++ ++ 
Tinción 
MEC 
NO Si Si Si Si Si Si 
 
Tabla 3. 2 Distribución zonal de catepsina B en cartílago articular fetal de equino después de una 
prueba de impacto y tiempo en cultivo. +/- = < 10%, tinción debíl; + = 10-30%, tinción moderada; 
++ = 40-50%, tinción moderada; +++ = 50-70%, tinción fuerte; ++++ = 70-90%, tinción fuerte; 
+++++ = >90% tinción fuerte. C, combinación de resultados de todas las muestras control. n= 3 for 
each time point . B= combinación de resultados de todas las muestras sujetas a prueba de impacto 
baja; Matriz extracelular (MEC), h horas en cultivo después del impacto; d días en cultivo después 
del impacto. 
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La muestras control las cuales estuvieron en cultivo durante el mismo tiempo que las 
muestras experimentales mostraron una inmunotinción moderada de catepsina B en el 10-
30% de los condrocitos en todas las zonas del cartílago (Figura 3.4). El patrón de tinción 
para esta enzima se mantuvo sin cambios. No hubo ningún daño aparente del cartílago, 
tampoco cambios en la densidad de condrocitos y no hubo evidencia de la liberación 
extracelular de las enzimas con el tiempo en cultivo. 
 
 
 
Figura 3. 4. Localización inmunohistoquímica de catepsina B en cartílago articular fetal de equino (x 40). 
 Catepsina B, Cartílago articular sin impactar (C 0h). 
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DISCUSIÓN 
La integridad de la matriz extracelular del cartílago depende de la estimulación mecánica. 
El ejercicio y los estudios biomecánicos de pruebas de impacto sobre las articulaciones 
sanas han demostrado que la aplicación de impacto anormal, ya sea alto o bajo, tiene un 
efecto significativo sobre el metabolismo de los condrocitos resultando en cambios 
celulares y bioquímicos que producen frecuentemente la degradación del cartílago (Murray 
et al.1999, Todhunter 1996). En la actualidad, sin embargo, muy poco se sabe acerca de los 
mecanismos que median las respuestas metabólicas de los condrocitos a estímulos 
mecánicos (Mow et al.1999). Estudios in vitro utilizando condrocitos aislados y muestras 
de cartílago están siendo desarrollados específicamente para permitir la interpretación y el 
análisis de los eventos moleculares precisos que intervienen en las respuestas a una 
variedad de tensiones y deformaciones mecánicas inducidas experimentalmente (Lee et al. 
1998- Millward-Sadler et al. 1999). En este estudio se analizaron los cambios en la 
distribución de la enzima degradativa de la MEC, la catepsina B en respuesta a diferentes 
energías de impacto. 
La inmunotinción mostró que la prueba de impacto causó una alteración en el patrón de 
tinción de esta enzima. Se demostró que tanto el número de condrocitos inmunopositivos 
para la catepsina B, y el nivel de tinción variaron dependiendo de la energía de impacto y la 
duración en cultivo después de la prueba de impacto. Los cambios más notables observados 
inmediatamente después de la prueba de impacto alto fueron, un aumento en la intensidad 
de la tinción y en el número de células inmunopositivas en todas las zonas del cartílago. 
Estas diferencias observadas en el patrón de tinción enzimática después de la prueba de 
impacto baja, media y alta reflejan simplemente la extensión de los daños infligidos al 
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cartílago. Como se reportó anteriormente, la prueba de impacto baja provoca un daño 
mínimo mientras que la de impacto media y alta causan el aumento en la fisuración del 
tejido y una disminución significativa en la viabilidad de condrocitos (Jeffrey et al. 1995). 
Por lo tanto se podría esperar que las pruebas de energía altas indujeran cierto grado de 
deformación en los condrocitos. En este estudio preliminar, se observaron cambios tanto en 
tamaño y forma celular y estos serán objeto de un análisis más detallado. Siendo que los 
condrocitos reconocen y responden a cambios morfológicos como las señales, que regulan 
su actividad metabólica y la expresión génica (Guilak et al.1999), tal evento podría explicar 
las diferencias en los niveles de las enzimas detectadas. De acuerdo con esta sugerencia, 
otros estudios han demostrado una disminución general de la actividad sintética de los 
condrocitos en respuesta a cargas de compresión estáticas (Jeffrey et al. 1995, Lee et al. 
1998). 
De igual forma, la disminución en los niveles de enzimas observadas con el aumento de 
carga puede ser el resultado de daño y la muerte de condrocitos. Esto debe ser confirmado 
por estudios de doble marcaje fluorescente in situ. 
Otra característica interesante de estas observaciones es la variación en la respuesta de los 
condrocitos en diferentes zonas del cartílago. Es bien conocido que el cartílago es 
heterogéneo, con claras diferencias en el metabolismo, composición de la matriz 
extracelular, y morfología de los condrocitos evidente con la profundidad desde la 
superficie articular (Aydelotte et al. 1993, Aspden 1994). Estos resultados, junto con los de 
Lee et al. 1998 reflejan aspectos de esta heterogeneidad en las diferentes zonas del 
cartílago. 
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Por ejemplo, se cree que los condrocitos planos en la superficie articular son responsables 
de la absorción del impacto mecánico y la transmisión de la carga a través de las diferentes 
zonas al hueso subcondral subyacente (Mow et al.1999). Puede ser que los condrocitos 
articulares están protegidos por su matriz especializada y permanecen viables y 
metabólicamente activos durante las pruebas de impacto bajo. Existe evidencia que apoya 
esto en nuestras observaciones previas dónde la viabilidad de los condrocitos fue mayor 
después de un impacto rápido individual, en la superficie articular, que después del impacto 
lento, como el experimentado por los condrocitos en las zonas más profundas (Clements et 
al.2000). La prueba de impacto alta puede causar daño suficiente a los condrocitos, incluso 
en la superficie articular, reduciendo el nivel de las enzimas asociadas con las células. 
Interesantemente la catepsina B fue liberada de los condrocitos en respuesta al impacto. 
Aunque se desconoce la importancia de su presencia en la MEC, parece poco probable que 
sea un resultado no específico de la compresión y la deformación de los condrocitos. 
Los niveles de catepsina B en los condrocitos aumentó rápidamente en las zonas media y 
profunda durante el cultivo. Esta observación sugiere la recuperación de la actividad 
metabólica de los condrocitos, y junto con la aparición gradual de las agrupaciones de 
condrocitos, podría indicar un intento para reparar los daños de la MEC circundante, como 
se mencionó anteriormente (Baici et al.1995a, Baici et al.1995b , Hernández-Vidal et al. 
1998). Tal vez la liberación de la catepsina B en la MEC y en particular su proximidad a los 
grupos celulares también implicaría un papel en la reparación. En efecto, tanto la catepsina 
B y D son capaces de degradar los componentes principales de la MEC y junto con las 
metaloproteinasas han sido implicados en una variedad de enfermedades que involucran la 
remodelación de tejidos (Fröhlich et al. 2001, McKerrow et al. 2000). Sin embargo, esta 
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función para la catepsina B ha sido a menudo cuestionada, ya que, tradicionalmente, 
muestra pH óptimo bajo. Los estudios que utilizan metodologías novedosas están 
demostrando aumento en la actividad de estas enzimas en tejidos (McKerrow et al. 2000, 
Hulkower et al. 2000, Hernández-Vidal et al.2008, Hernández-Vidal et al.2009) y se sabe 
ahora que la actividad de la endopeptidasa catepsina B es máxima a un pH de 7,4 
(Linebaugh et al.1999) y que su actividad endopeptidasa puede ser estabilizado 
significativamente a pH neutro mediante la unión a glicosaminoglicanos similares a la 
heparina de la MEC (Almeida et al. 2001). 
 
En resumen, en este estudio preliminar hemos demostrado que el patrón de inmunotinción 
para la catepsina B en muestras de cartílago articular fetal equino se altera en respuesta a 
una prueba de impacto. Este método de prueba de impacto ofrece un modelo útil para el 
estudio tanto de los efectos inmediatos de los estímulos mecánicos sobre la distribución de 
las enzimas y de la respuesta de recuperación posterior de los condrocitos en cultivo. Otros 
estudios están actualmente en marcha para cuantificar con precisión los cambios en la 
expresión, liberación y en la actividad enzimática in situ de la catepsina B en respuesta a 
pruebas de impacto. 
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